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Fluoreszenzspektroskopie von carba-Dihydronikotinamidadenindinukleotid
Die spektroskopischen Eigenschaften des stabilen NAD-Analogs carba-Nikotinamidadenin-
dinukleotid (cNAD) wurden sowohl von physikalischer Seite als auch im Hinblick auf die
Anwendbarkeit in einem optischen Glucosesensor untersucht. Entgegen der Literatur weist
cNADH den gleichen Extinktionskoeffizienten  = 6.2(2)mM−1cm−1 wie NADH auf. Die
experimentell beobachtete Rotverschiebung des Absorptionsmaximums von 340nm (NADH)
zu 360nm (cNADH) konnte auf Basis quantenchemischer Rechnungen nachvollzogen werden
und begru¨ndet sich letztlich in der Ladungsverschiebung am Cyclopentanring. Die maximale
Fluoreszenzemission tritt sowohl bei NADH als auch bei cNADH bei einer Wellenla¨nge von
464(2)nm auf, wobei cNADH mit Q=0,024(2) eine um 50% ho¨here Quantenausbeute als NADH
besitzt. Es konnte ferner verifiziert werden, dass beide Fluorophore innerhalb der Fehlergrenzen
die gleichen Fluoreszenzlebensdauern von τ1 = 0, 32(3)ns und τ2 = 0, 68(3)ns aufweisen.
Mehrere Hypothesen zur Ursache des Auftretens von zwei Lebensdauern wurden untersucht.
Fluoreszenzlo¨schung durch molekularen Sauerstoff, Protonierung /Deprotonierung im elektronisch
angeregten Zustand und die cis/trans-Isomerie konnten ausgeschlossen werden. Ebenso wurde
eine spektrale Abha¨ngigkeit der Lebensdauern nicht beobachtet. Wa¨hrend ein 2-Zustands-Modell
fu¨r NADH noch Fragen offen la¨sst, konnten die beiden Fluoreszenzlebensdauern von cNADH in
H2O auf eine offene und eine geklappte Konformation des Moleku¨ls zuru¨ckgefu¨hrt werden.
Die Bindung des Coenzyms NADH bzw. cNADH an ein Enzym (hier: Glucosedehydrogenase)
erho¨ht sowohl die Quantenausbeute als auch die Fluoreszenzlebensdauer (τgeb = 2, 9(1)ns).
In diesem Kontext wurde die Fluoreszenzlebensdauermessung als neuartiges Verfahren zur
zuverla¨ssigen Bestimmung der Bindungskonstante zwischen Enzym und Fluorophor vorgeschlagen
und experimentell demonstriert. Ferner wurde die Option der Fluoreszenzlebensdauermessung
von cNADH fu¨r einen - auch bei variierender Enzymaktivita¨t - robusten Glucosesensor belegt.
Fluorescence spectroscopy of carba-dihydronicotinamideadeninedinculeotide
The spectroscopic properties of the stable NAD-analogue carba-nicotinamide adenine dinucleotide
(cNAD) were analyzed both from a physical point of view and regarding its applicability
for glucose sensing. In contrast to literature the extinction coefficient of cNADH and NADH
match ( = 6.2(2)mM−1cm−1). Quantum chemical calculations supported the redshift observed
experimentally between the absorption maximum of cNADH (360nm) compared to that of NADH
(340nm) and linked it to the charge transfer at the cyclopentane ring. The maximum of fluorescence
emission occurs at 464(2)nm for both, NADH and cNADH, whereby the quantum yield of cNADH
Q=0,024(2) is 50% higher compared to NADH. Furthermore, both cNADH and NADH show
two fluorescence lifetimes (τ1 = 0, 32(3)ns and τ2 = 0, 68(3)ns) of identical values (within the
error margins). Different hypotheses concerning the origin of the occurrence of two fluorescence
lifetimes were investigated. Fluorescence quenching due to molecular oxygen, an excited state
protonation/deprotonation as well as cis/trans isomerization could be excluded. Moreover, the
fluorescence lifetimes show no spectral dependence. While a two-state model for NADH leaves
some questions unanswered, the two lifetimes of cNADH in H2O could be related to an open and
a folded conformation of the molecule.
If the coenzymes NADH or cNADH bind to an enzyme (here glucose dehydrogenase) the quantum
yield as well as the fluorescence lifetime increases (τgeb = 2, 9(1)ns). In this context the use of
fluorescence lifetime detection was proposed and successfully demonstrated as a novel approach
for the reliable determination of the association constant between an enzyme and a fluorophore.
Furthermore, it was shown that the fluorescence lifetime measurement of cNADH can be applied
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Diabetes mellitus ist eine chronische Stoffwechselkrankheit, die auftritt, wenn der Ko¨rper
entweder nicht genug Insulin produziert, oder es nicht effektiv nutzen kann (Resistenz) [1].
Das Hormon Insulin regelt dabei den Transport und Abbau der Glucose (
”
Blutzucker“)
aus dem Blutplasma und der Gewebsflu¨ssigkeit in das Innere der Zelle, um dort fu¨r die
Energiegewinnung und -Umsetzung zur Verfu¨gung zu stehen [2].
Man unterscheidet im wesentlichen zwischen drei Hauptformen der Krankheit:
• Typ-1 Diabetes mellitus ist eine Autoimmunkrankheit, bei der das ko¨rpereigene
Immunsystem die Insulin-produzierenden Zellen im Pankreas attackieren. Die Zellen
werden funktionsuntu¨chtig und ko¨nnen nicht mehr genug Insulin herstellen. Folglich
sind Typ-1 Patienten vollsta¨ndig von externer Insulinzugabe abha¨ngig. Dieser Typus
ist altersunspezifisch, d.h. er kann in jedem Lebensalter auftreten.
• Typ-2 Diabetes mellitus zeichnet sich durch eine unterschiedlich ausgepra¨gte
Resistenz gegen das ko¨rpereigene Insulin aus. Circa 90% der Menschen mit Diabetes
leiden an Typ-2. Normalerweise sind Erwachsene von dieser Krankheit betroffen,
die Anzahl an Kindern, bei denen Typ-2 Diabetes diagnostiziert wird, ist jedoch
steigend. Typ-2 Diabetiker brauchen meist keine externe Insulinzufuhr, sondern
werden ha¨ufig medikamento¨s und durch eine spezielle Dia¨t behandelt.
• Gestationsdiabetes kann ausschließlich bei schwangeren Frauen auftreten und
verschwindet normalerweise nach der Geburt. Nichtsdestotrotz haben Frauen mit




International Diabetes Federation“ (IDF) waren im Jahr 2011 366 Millionen
Menschen an Diabetes erkrankt [3]. Deutschland hat mit 7,5 Millionen Patienten die
ho¨chste Diabetespra¨valenz innerhalb Europas. Allein 4,6 Millionen Menschen starben 2011
weltweit im Zuge dieser Krankheit. Die Prognosen sind erschreckend. Im Jahr 2030 soll sich
die Anzahl der Menschen mit Diabetes auf 552 Millionen erho¨hen. Insbesondere nimmt
die Anzahl an Kindern (0-13 Jahre) bei denen Typ-1 Diabetes diagnostiziert wird zu.[3]
Nicht nur auf medizinischer Ebene, sondern auch durch ihre Kostenintensita¨t stellt
diese Krankheit eine große Herausforderung dar. In Deutschland betragen die Kosten
durch Diabetes oder durch Diabetes hervorgerufene Folgekrankheiten ungefa¨hr 20% der
Gesamtausgaben der gesetzlichen Krankenversicherung [4].
Mit der Erkrankung des Glucosestoffwechsels kann es gerade bei Typ-1 Diabetikern zu
besonders hohen (Hyperglyka¨mie, Glucosekonzentration ≥ 200mg/dl), oder besonders
niedrigen (Hypoglyka¨mie, Glucosekonzentration ≤ 60mg/dl) Konzentrationen von Glucose
im Blut kommen. In Folge dessen ko¨nnen Folgeerkrankungen des Herzkreislaufsystems,
der Netzhaut (Diabetische Retinopathie), des Nervensystems (Neuropathie), sowie
Niereninsuffizienz etc. entstehen. Daru¨ber hinaus ist eine Diabeteserkrankung die ha¨ufigste
Ursache fu¨r Amputationen [5]. Gleichzeitig kann die Hypoglyka¨mie zu Bewusstlosigkeit,
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Scha¨den des Gehirns und sogar zum Tod fu¨hren [6].
Die ha¨ufige Kontrolle und Anpassung des Blutzuckerspiegels hilft Hypo- und
Hyperglyka¨mie zu vermeiden und beugt Folgekrankheiten vor. Hierfu¨r stehen in der Regel
kleine Messgera¨te mit Teststreifen zur Verfu¨gung, bei denen die Glucosekonzentration
eines kleinen Blutstropfens (≈1µl) zu einer quantitativen Nachweisreaktion fu¨hrt, aus
der der Glucosewert ermittelt werden kann. Obgleich hier in den letzten Jahrzehnten
enorme Fortschritte in puncto Messgenauigkeit und Handhabung erzielt wurden, gibt es
noch eine Reihe von wichtigen Verbesserungsoptionen. In der Schwere und Ha¨ufigkeit der
Erkrankung wird deutlich, dass die Weiterentwicklung existierender Techniken und die
Entwicklung von neuen Techniken zur Bestimmung des Blutzuckerspiegels von essentieller
Wichtigkeit sind.
Alle heutzutage erha¨ltlichen Teststreifen zur Bestimmung des Blutzuckerspiegels basieren
auf einer enzymatischen Reaktion. Dabei katalysiert das Enzym die Oxidation von Glucose
(Glu) zu Gluconolacton (GluLac). Die meisten dieser Systeme brauchen Mediatoren,
welche die Elektronen der Glucoseoxidation akzeptieren, und dabei reduziert werden.
Im Anschluss transferiert der reduzierte Mediator die Elektronen entweder auf eine
Elektrode fu¨r eine elektrochemische Messung, oder auf einen Indikator (Farbstoff) fu¨r
den photochemischen Ansatz [7].
Diese Reaktionskette kann stark vereinfacht werden, indem Glucose direkt u¨ber
Dihydronikotinamidadenindinukleotid (NADH) in Kombination mit dem Enzym
Glucosedehydrogenase (GlucDH) detektiert wird [8].
Abbildung 1.1: Skizze der Reaktionskette zur Detektion von Glucose mittels NADH
Abbildung 1.1 zeigt die derzeitige Vorstellung der Reaktionskette zur Detektion von
Glucose mittels NADH/GlucDH. Nikotinamidadenindinukleotid (NAD) bindet an
das Enzym GlucDH. In Anwesenheit von Glucose katalysiert GlucDH die Oxidation
von Glucose zu GluLac, wa¨hrend NAD zu NADH reduziert wird. Dies fu¨hrt zur
Ausbildung eines Terna¨rkomplexes NADH-GlucDH-GluLac. Im na¨chsten Schritt
dissoziiert Gluconolacton (GluLac) vom Enzym, wodurch ein bina¨rer Komplex
GlucDH-NADH entsteht. Zum Schluss dissoziiert NADH und GlucDH ist wieder
fu¨r einen neuen Reaktionszyklus bereit.
Das NAD/GlucDH System hat als Glucosesensor mehrere Vorteile im Vergleich
zu konventionellen Systemen: Erstens braucht es keine Mediatoren, sondern bietet
eine direkte Methode zur Messung des Blutzuckerspiegels. Zweitens kann NADH
u¨ber drei verschiedene Wege direkt detektiert werden: u¨ber Absorptionsmessungen,
Fluoreszenzintensita¨tsmessungen und Fluoreszenzlebensdauermessungen [9–12]. Selbst
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eine Kombination dieser verschiedenen Ansa¨tze ist mo¨glich und kann zu einer weiteren
Verbesserung der Genauigkeit des Systems fu¨hren.
NAD hat als Coenzym der Reaktion den Nachteil, dass es anfa¨llig gegenu¨ber
hydrolytischer Spaltung ist [13]. Es hat sich allerdings gezeigt, dass ein NAD-Analog,
carba-Nikotinamidadenindinukleotid (cNAD), stabiler ist und ebenfalls als Coenzym der
enzymatischen Reaktion mit GlucDH funktioniert [14]. Die erho¨hte Stabilita¨t von cNAD
sollte auch zu einer erho¨hten Langzeitstabilita¨t des Glucoseteststreifens fu¨hren.
Da die Bestimmung der Konzentration von Glucose im Blut u¨ber eine spektroskopische
Detektion von NADH bzw. cNADH (im Folgenden als Synonym (c)NADH) erfolgt, ist eine
genaue Kenntnis und das grundlegende Versta¨ndnis der spektroskopischen Eigenschaften
von (c)NAD und (c)NADH von großer Wichtigkeit.
In der Literatur ist nur wenig u¨ber die spektroskopischen Eigenschaften von cNADH
zu finden. Das Absorptionsmaximum soll laut Slama et al. bei λ=360nm liegen
das Emissionsmaximum bei λ=456nm [15]. Ein Ziel dieser Arbeit soll es sein, die
spektroskopischen Eigenschaften, d.h. Absorptions- und Fluoreszenzeigenschaften von
cNADH zu untersuchen und sie mit denen von NADH zu vergleichen. Die experimentelle
spektroskopische Analyse wird dabei durch quantenchemische Rechnungen an NADH
und cNADH vervollsta¨ndigt.
Der besondere Fokus dieser Arbeit liegt allerdings auf der zeitaufgelo¨sten
Fluoreszenzspektroskopie. In der Literatur gibt es widerspru¨chliche Angaben zur
Fluoreszenzlebensdauer von NADH. Zur Diskussion steht, ob der Zerfall des angeregten
Zustandes von NADH mono- oder biexponentiell ist. Die einzelnen Widerspru¨che gehen
u¨ber die Werte der einzelnen Lebensdauern bis hin zu unterschiedlichen Begru¨ndung
warum NADH zwei Fluoreszenzlebensdauern haben ko¨nnte [16–26]. Die Werte der
Lebensdauer bzw. Lebensdauern von NADH sind in Abbildung 1.2 als Funktion ihres
Publikationsdatums dargestellt. Ein weiteres Ziel dieser Arbeit betrifft die genaue
Untersuchung des Zerfalls des angeregten Zustandes von NADH und cNADH und der
Versuch ein geeignetes Modell zur Erkla¨rung der zwei auftretenden Lebensdauern zu
finden.
Im dritten Teil der Arbeit ru¨cken die Anwendungsmo¨glichkeiten der Messung der
Fluoreszenzlebensdauer in den Fokus. Es wird gezeigt, dass aufgrund der unterschiedlichen
Fluoreszenzlebensdauern von freiem und gebundenen (c)NADH die Mo¨glichkeit besteht
die Bindungskonstanten von (c)NADH an ein Enzym zu bestimmen. Diese neue Methode
soll mit einer bereits bekannten Methode (Messung der Fluoreszenzintensita¨t) [27–29]
verglichen und verifiziert werden.
Als weiterer Punkt wird die Idee von Petrich et. al [30] zur Bestimmung der Konzentration
von Glucose im Blut u¨ber die Messung der Fluoreszenzlebensdauer von NADH
aufgegriffen. Anhand von Messungen in Lo¨sung und an Teststreifen soll u¨berpru¨ft werden,
ob dieses Konzept auch auf cNADH als Coenzym u¨bertragbar ist.
Daru¨ber hinaus soll u¨berpru¨ft werden, ob die zusa¨tzliche Messung der
Fluoreszenzlebensdauer bei einer Glucosemessung, die Abweichungen des Ergebnisses,
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Abbildung 1.2: Zusammenfassung der publizierten Lebensdauer bzw. Lebensdauern von
NADH von 1971 bis 2007 (Werte vgl. Ref. [16–26]).
welche durch lagerbedingte Aktivita¨tsverluste des Enzyms hervorgerufen werden,
kompensieren kann. Dies bo¨te die Mo¨glichkeit durch die Kombination von zwei
Messprozessen (Fluoreszenzlebensdauer und z.B. Absorption) zusa¨tzlich eine
Kontrollinstanz in den Messprozess einzufu¨hren, um die Funktionalita¨t des Teststreifens
noch robuster und sto¨rungsunempfindlicher zu machen.
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2 Grundlagen und Methoden
Im folgenden Kapitel sollen die Grundlagen, Materialien und Methoden erla¨utert
werden, um zum Versta¨ndnis der durchgefu¨hrten Experimente und erzielten
Ergebnisse beizutragen. Zu Beginn werden die chemischen Strukturen der untersuchten
Moleku¨le vorgestellt. In Abschnitt 2.2 folgt eine Erla¨uterung der Grundlagen der
Absorptions- und Fluoreszenzspektroskopie mit besonderem Augenmerk auf die
zeitaufgelo¨ste Fluoreszenzspektroskopie. In den beiden darauf folgenden Abschnitten
sollen Anwendungsmethoden der zeitaufgelo¨sten Fluoreszenzspektroskopie erla¨utert
werden: Dies beinhaltet die Bestimmung von Bindungskonstanten von Enzymen an
einen Fluorophor (Abschnitt 2.4). Ebenso soll im letzten Abschnitt 2.5 die Messung
der Blutglucosekonzentration mittels Fluoreszenzlebensdauermessungen vorgestellt
werden, sowie die Mo¨glichkeit lagerbedingte Aktivita¨tsverluste bei den Ergebnissen
einer Blutglucosemessung mittels zusa¨tzlicher Fluoreszenzlebensdauermessung zu
kompensieren.
2.1 Strukturen
Im Fokus dieser Arbeit steht der spektroskopische Vergleich und die
Analyse von Nikotinamidadenindinukleotid (NAD) und von einem Analog
carba-Nikotinamidadenindinukleotid (cNAD), sowie ihrer jeweils reduzierten Formen
NADH und cNADH. Abbildung 2.1 vergleicht die chemischen Strukturen von NAD
mit cNAD. Beide Moleku¨le bestehen aus einem Nikotinamid-Rest (rot) und einem
Adenin-Rest (blau), die u¨ber zwei Zucker und eine Phosphatbru¨cke miteinander
verbunden sind. Im Vergleich zu NAD wurde bei cNAD der β-D-ribonukleotid Ring
durch einen 2,3-hydroxycyclopentan Ring ersetzt. Dies fu¨hrt dazu, dass cNAD stabiler
gegenu¨ber hydrolytischer Spaltung ist als NAD und damit als Coenzym fu¨r einen
Glucoseteststreifen von Vorteil ist[13, 14].
Wenn NAD bzw. cNAD (im Folgenden als Synonym: (c)NAD) zu NADH bzw. cNADH
reduziert wird (z.B. durch gleichzeitige Oxidation von Glucose zu Gluconolacton,
katalysiert durch das Enzym Glucosedehydrogenase (GlucDH)), wird das Nikotinamid
zu einem Dihydronikotinamid reduziert. Die Strukturen von NADH und cNADH sind in
Abbildung 2.2 dargestellt.
In der Literatur wird der Einfluss des Adeninrests auf die Fluoreszenz und
die Fluoreszenzlebensdauer von NADH diskutiert. Um diesen Einfluss na¨her
untersuchen zu ko¨nnen, wurden Dihydronikotinamidmononukleotid (NMNH) und
carba-Dihydronikotinamidmono- nukleotid (cNMNH) untersucht. Vergleicht man
Abbildung 2.2 mit Abbildung 2.1, so erkennt man, dass (c)NMNH im Vergleich zu
(c)NADH kein Adenosinmonophosphat aufweist.
Fu¨r die quantenchemischen Rechnungen wurden die elektronischen Anregungen unter
anderem anhand von Dihydronikotinamidmononukleosid berechnet. Im Vergleich zu
NMNH besitzt das Nukleosid keine Phosphatgruppe. In den quantenchemischen
5
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(a) NAD
(b) cNAD
Abbildung 2.1: Vergleich der chemischen Struktur von NAD und cNAD: Bei
cNAD wird im Vergleich zu NAD der Sauerstoff an der Ribose durch eine Methylengruppe
ersetzt.
Rechnungen wird Dihydronikotinamidmononukleosid mit NMNH’ abgeku¨rzt.
Fu¨r die Fluoreszenzeigenschaften des NADHs ist der Dihydronikotinamid-Rest
verantwortlich. Die Absorptions- und Fluoreszenzeigenschaften des Chromophors
allein, d.h. des Dihydronikotinamidrests, wurden zudem mit Hilfe von
Dichlorbenzyldihydronikotinamid untersucht. Die chemische Struktur ist in Abbildung
2.4 (a) dargestellt. Die Amidgruppe des Dihydronikotinamids kann in zwei verschiedenen
Isomerien vorliegen, transoid und cisoid. Bei der transoiden Isomerie zeigt der Sauerstoff
der Amidgruppe zum Stickstoff (N1), wa¨hrend bei der cisoiden Isomerie die Amingruppe
(NH2) zum Stickstoff zeigt. P. Fischer et al. konnten mittels NMR nachweisen, dass
Dichlorbenzyldihydronikotinamid (Dihydro) im Grundzustand in Lo¨sung nur in der
transoiden Form vorkommt [31]. Um zusa¨tzlich eventuelle Einflu¨sse der Isomerie auf die
Absorption und Fluoreszenz untersuchen zu ko¨nnen, wurde eine cisoide Modellverbindung
des Dihydros, Dichlorbenzyltetrahydropyrrolopyridinon (MV) untersucht (vgl. Abb.
2.4(b)). Durch einen Ringschluss der Amidgruppe mit dem Dihydropyridin zeigt der
Sauerstoff zwangsla¨ufig vom Stickstoff (N1) weg. Die Amidgruppe steht damit cisoid.
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(a) NADH
(b) cNADH
Abbildung 2.2: Vergleich der chemischen Struktur von NADH und cNADH: Wird
(c)NAD zu (c)NADH reduziert, so wird das Nikotinamid zu einem Dihydronikotinamid
reduziert.
(a) NMNH (b) cNMNH
Abbildung 2.3: Vergleich der chemischen Struktur von NMNH und cNMNH: Im
Vergleich zu (c)NADH hat (c)NMNH keinen Adenosinmonophosphatrest.
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(a) Dihydronicotinamid (b) cisoide Modellverbindung
Abbildung 2.4: Vergleich der chemischen Struktur von
Dichlorbenzyldihydronikotinamid und der cisoiden Modellverbindung:
Bei Dichlorbenzyl-Dihydronikotinamid liegt die Amidgruppe in einer transoiden Stellung
vor, wa¨hrend sie bei der Modellverbindung nur in einer cisoiden Stellung vorliegen kann.
2.2 Absorptions- und Fluoreszenzspektroskopie
NADH kann u¨ber 3 unterschiedliche Ansa¨tze spektroskopisch detektiert werden, na¨mlich
u¨ber die Absorption, Fluoreszenzintensita¨t und Fluoreszenzlebensdauer [32]. Im Folgenden
Abschnitt sollen die Grundlagen und Begriﬄichkeiten der Fluoreszenzspektroskopie und
naturgema¨ß auch der fu¨r die Fluoreszenzanregung relevanten Absorptionsspektroskopie
kurz erla¨utert werden. Tiefergehende Abhandlungen finden sich beispielsweise in den
Werken von J. Lakowicz [33] und B. Valeur [34].
Die Begriffe Absorption und Fluoreszenz, sowie die charakteristischen Zeiten der
verschiedenen U¨berga¨nge sollen anhand des Jablonski Diagramms in Abbildung 2.5
erkla¨rt werden: ein Moleku¨l befindet sich im Singulettgrundzustand S0 und wird durch
die Absorption eines Photons der Energie E=hν in ein ho¨heres Vibrationsniveau der
elektronisch angeregten Zusta¨nde (S1,S2,....) angeregt. ν bezeichnet hierbei die Frequenz
und h ist das Plancksche Wirkungsquantum.
Nach Relaxation in das niedrigste Vibrationsniveau des angeregten Zustandes kann das
elektronisch angeregte Moleku¨l durch Emission eines Photons der Energie E=hν ′ in
eines der Vibrationsniveaus des Singulettgrundzustandes u¨bergehen. Der U¨bergang vom
angeregten Singulettzustand in den Singulettgrundzustand unter Emission eines Photons
nennt man Fluoreszenz. Alternativ kann das Moleku¨l strahlungslos u¨ber innere Konversion
(engl. internal conversion: IC) in einen Zustand derselben Multiplizita¨t u¨bergehen. Auf IC
folgt u¨blicherweise ebenfalls eine anschließende Vibrationsrelaxation (grauer Pfeil). Eine
weitere Mo¨glichkeit stellt auch ein U¨bergang vom angeregten Singulettzustand in den
Triplettzustand (T1) durch das sogenannte ”
intersystem crossing“ dar.
Unter der Lebensdauer versteht man die Zeit, die ein Moleku¨l im Mittel im angeregten
Zustand ist, bevor es in den Grundzustand zuru¨ckkehrt. Fu¨r U¨berga¨nge unter Aussendung
eines Photons unterscheidet man zwischen der Lebensdauer der Fluoreszenz und der
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Abbildung 2.5: Jablonski Diagramm mit den charakteristischen Gro¨ßenordnungen fu¨r
die Zeiten der verschiedenen mo¨glichen U¨berga¨nge
Phosphoreszenz. Den U¨bergang vom Triplett in den Singulettgrundzustand nennt man
Phosphoreszenz. Da er aufgrund der Dipolauswahlregeln verboten ist und der U¨bergang
damit unwahrscheinlicher ist, sind die Lebensdauern der Phosphoreszenz im µs bis
s-Bereich und damit sehr viel la¨nger als die Lebensdauer der Fluoreszenz, welche
typischerweise im ns-Bereich liegt.
Ein angeregter Zustand kann aber auch ohne Emission eines Photons - d.h. strahlungslos
- in den Grundzustand u¨bergehen. Die gemessene Fluoreszenzlebensdauer setzt sich aus
der natu¨rlichen Fluoreszenzlebensdauer τn =
1
Γ und der inversen Rate der strahlungslosen





Sowohl die Fluoreszenzintensita¨t als auch die Fluoreszenzlebensdauer ko¨nnen durch viele
verschiedene Prozesse verkleinert werden. Die Verringerung der Fluoreszenzintensita¨t
durch solche Prozesse nennt man Fluoreszenzlo¨schung.
Die wichtigsten Photoprozesse, die zu Fluoreszenzlo¨schung fu¨hren sind in Tabelle 2.1
zusammengefasst und sollen hier kurz dargestellt werden:
• Bei Fluoreszenzlo¨schung durch Sto¨ße kehrt das angeregte Moleku¨l M* nach Stoß
mit einem anderen Moleku¨l Q (dem Lo¨scher engl. Quencher) strahlungslos in den
Grundzustand u¨ber, wobei die Energie in Form von Wa¨rme abgegeben wird.
• Der resonante Energietransfer (RET) la¨uft u¨ber eine Dipol-Dipol Wechselwirkung,
9
2 Grundlagen und Methoden
M* + Q −→ M + Q + Wa¨rme Sto¨ße
M* + Q −→ M + Q* Energietransfer
M* + Q −→ M± + Q∓ Elektronentransfer
MH* + B −→ M−∗ + BH+ Protonentranfer
M* + Q −→ (MQ)* Exciplexformation
M* + M −→ (MM)* Excimerformation
Tabelle 2.1: Zusammenfassung der wichtigsten Fluoreszenzlo¨schprozesse: M*
steht fu¨r das angeregte Moleku¨l, Q fu¨r das fu¨r den Lo¨schprozess verantwortliche Moleku¨l
(engl. Quencher) und H fu¨r ein Wasserstoffatom
bei der die Energie des angeregten Donors auf den Akzeptor u¨bertragen wird,
wodurch dieser angeregt wird. Die Effizienz dieses Energietransfers ist dabei vom
U¨berlapp des Fluoreszenzspektrums des Donors mit dem Absorptionsspektrum des
Akzeptors, von ihrer Orientierung bzw. ihres Abstandes voneinander, sowie von der
Quantenausbeute des Donors abha¨ngig. Die Effizienz des Energietransfers zeigt dabei
eine r−6 Abha¨ngigkeit vom Abstand zwischen Donor und Akzeptor.
• Der photoinduzierte Elektronentransfer (PET) beruht auf einer Redoxreaktion
im angeregten Zustand, welche auf einer Versta¨rkung der reduzierenden und
oxidierenden Eigenschaften von Moleku¨len im angeregten Zustand zuru¨ckzufu¨hren
ist. Es kommt zur Bildung eines Ladungstransferkomplexes aus Donor und
Akzeptor im angeregten Zustand, welcher sowohl strahlungslos, als auch durch
Exciplexformation1 in den Grundzustand zuru¨ckkehren kann. Wird der Akzeptor
angeregt, so kann in das so entstandene Elektronenloch des HOMOs (highest
occupied molecular orbital) ein Elektron des HOMOs des Donors u¨bertragen
werden. Der Fluorophor wird reduziert und der Quencher oxidiert. Ist der angeregte
Fluorophor der Donor, so kann das Elektron aus dem LUMO des Donors auf das
LUMO (lowest unoccupied molecular orbital) des Akzeptors u¨bertragen werden. Der
Fluorophor wird oxidiert und der Quencher reduziert. Die Effizienz dieses Prozesses
ist allein von den Redoxpotentialen zwischen Donor und Akzeptor, sowie der Lage
und dem Abstand der Reaktanden zueinander abha¨ngig.
• Wie auch bei PET liegt die Ursache des photoinduzierten Protonentransfers
(PPT) in der A¨nderung der Elektronendichte und damit in der A¨nderung
der sa¨ure- bzw. basischen Eigenschaften des Moleku¨ls im angeregten Zustand
gegenu¨ber dem Grundzustand. Ein mo¨glicher PPT ist schematisch in Abbildung
2.6 dargestellt. Die Sa¨ureeigenschaften der Sa¨ure AH sind im angeregten Zustand
sta¨rker als im Grundzustand (pK∗S > pKS). τr und τ
′
0 stehen fu¨r die Lebensdauern
der sauren (AH*) und basischen Form (A−∗) und k1 und k−1 sind die
Geschwindigkeitskonstanten der De- und Reprotonierung. Ist der pH-Wert gro¨ßer
als 2, so findet die Ru¨ckreaktion k−1 nicht innerhalb der Lebensdauer statt [34].
• Die Bildung eines Exciplex ist ein Spezialfall des Elektronentransfers. Im angeregten
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Abbildung 2.6: Schematische Darstellung des photoinduzierten
Protonentransfers (PPT): AH: Sa¨ure, A−: Sa¨ureanion, Index *: angeregtes Moleku¨l.
Zustand wird unter U¨bertragung eines Elektrons zwischen Fluorophor und Quencher
ein Komplex gebildet, welcher nur im elektronisch angeregten Zustand stabil ist.
• Die Bildung eines Excimers ist wiederum ein Spezialfall des Exciplex, wobei es zur
Bildung eines Dimers2 im angeregten Zustand kommt.
Generell wird zwischen dynamischen und statischen Fluoreszenzlo¨schprozessen
unterschieden. Bei dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozessen (Abb. 2.7 (b)) wird die
Fluoreszenz u¨ber einen der oben genannten Prozesse gelo¨scht und das angeregte
Moleku¨l kehrt wieder in den Grundzustand u¨ber. Der Lo¨schprozess hat dabei sowohl
Einfluss auf die Fluoreszenzintensita¨t als auch auf die Lebensdauer. Das Verhalten der
Fluoreszenzintensita¨t in Abwesenheit bzw. Anwesenheit eines Quenchers wird durch die






= 1 + kqτ0[Q] = 1 +KSV [Q] (2.2)
Dabei steht I0 bzw. I fu¨r die Fluoreszenzintensita¨t in Abwesenheit bzw. Anwesenheit
des Quenchers und τ0 bzw. τ fu¨r die Lebensdauer des Moleku¨ls in Abwesenheit
bzw. Anwesenheit des Quenchers. kq steht fu¨r die Rate des Lo¨schprozesses, [Q] fu¨r
die Konzentration des Quenchers und KSV = kqτ0 fu¨r die Stern-Volmer Konstante.
Diese stellt ein direktes Maß fu¨r die Sta¨rke der Fluoreszenzlo¨schprozesse dar. Im
Gegensatz dazu stehen statische Fluoreszenzlo¨schprozesse (Abb. 2.7 (a)) Unter diese
Prozesse fa¨llt z.B. die Bildung eines nicht fluoreszierenden Komplexes im Grundzustand.
Der Fluoreszenzlo¨schprozess fu¨hrt zu einer Reduzierung der Fluoreszenzintentensita¨t,
nicht aber der Fluoreszenzlebensdauer. Die Stern-Volmer Gleichung ist linear von der




= 1 +KS [Q] (2.3)
2 Dimer: Moleku¨l bestehend aus zwei identischen Untereinheiten.
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(a) Statischer Fluoreszenzlo¨schprozess (b) Dynamischer Fluoreszenzlo¨schprozess
Abbildung 2.7: Schematischer Vergleich dynamischer und statischer
Fluoreszenzlo¨schprozesse: Ein dynamischer Fluoreszenzlo¨schprozess wirkt sich
sowohl auf die Quantenausbeute als auch auf die Fluoreszenzlebensdauer aus, wa¨hrend
sich ein statischer Fluoreszenzlo¨schprozess nur auf die Quantenausbeute auswirkt.
Dynamische Fluoreszenzlo¨schprozesse kann man von Statischen durch ihr unterschiedliches
Temperaturverhalten unterscheiden (Abb. 2.8). Sowohl die Fluoreszenzintensita¨t als
auch die Fluoreszenzlebensdauer wird bei dynamischen Lo¨schprozessen mit steigender
Temperatur geringer. Die Moleku¨le besitzen bei ho¨heren Temperaturen eine ho¨here
Brownsche Molekularbewegung und damit nimmt die Anzahl der Zusammensto¨ße pro
Zeiteinheit zwischen Quencher und angeregtem Moleku¨l zu, wodurch die Lo¨schrate
erho¨ht wird. KSV steigt bei ho¨heren Temperaturen an. Im Gegensatz dazu nimmt
die Fluoreszenzintensita¨t bei einem statischen Fluorezenzlo¨schprozess mit steigender
Temperatur zu. Durch Erho¨hung der Temperatur verschiebt sich das Gleichgewicht
zwischen dem nichtfluoreszierenden Komplex und den
Abbildung 2.8: Stern-Volmer Diagramm: Statische und dynamische Lo¨schprozesse
lassen sich durch ihr unterschiedliches Temperaturverhalten voneinander unterscheiden.
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Edukten, auf die Seite der Edukte und die Fluoreszenzintensita¨t nimmt zu.
In der Praxis finden statische und dynamische Fluoreszenzlo¨schprozesse auch ha¨ufig
gleichzeitig statt. Die Stern-Vollmer Gleichung weicht dann von der linearen Abha¨ngigkeit
der Quencherkonzentration ab und nimmt folgende Form an:
I0
I
= (1 +KSV [Q])(1 +KS [Q]) (2.4)
2.3 Messmethoden
2.3.1 UV/Vis Spektroskopie
Die Absorptionsspektren wurde mit einem UV/VIS Gitterspektrometer Cary 500 (Varian,
Deutschland) gemessen. Das Cary 500 ist fu¨r Messungen im UV-Bereich mit einer
Deuterium-Lampe (D2) und fu¨r Messungen im sichtbaren Wellenla¨ngenbereich mit einer
Halogen Lampe (QI) ausgestattet. Zur Detektion im UV/Vis-Bereich wird beim Cary 500
ein R928 Photomultiplier verwendet. Der Ku¨vettenhalter des Cary 500 wurde durch ein
externes Ku¨hlthermostat (Circulator Cooling 1197, VWR, Deutschland) temperiert. Der
Extinktionskoeffizient wurde mit Hilfe des Lambert-Beer Gesetzes bestimmt.
I = I010
−cd (2.5)
 ist der dekadische Extinktionskoeffizient, I die Intensita¨t, c steht fu¨r die Konzentration
des Absorbers und d fu¨r die Schichtdicke der Ku¨vette.
Die Absorbanz (Abs) - auch die Extinktion genannt - ist in Anwesenheit von Streuung
und Reflexion definiert als der negative dekadische Logarithmus der Transmission. Das
Lambert-Beer Gesetz (vgl. 2.5) nimmt somit folgende Form an:
Abs = cd (2.6)
Die Absorbanzspektren wurden in einem Wellenla¨ngenbereich von 210nm bis 600nm mit
einer Durchstimmgeschwindigkeit von 980nm/min aufgenommen. Um den Einfluss der
verwendeten Ku¨vette sowie des darin enthaltenen Puffers vom Absorbanzspektrum zu
reduzieren, wurde das Absorbanzspektrum der Ku¨vette, welche nur den Puffer enthielt,
aufgenommen. Diese Basislinie wurde dann von den Absorbanzspektren jeder Probe
abgezogen.
Fu¨r die Messungen wurden Quarzglasku¨vetten (Hellma, Deutschland) mit einer
Schichtdicke von d =1cm verwendet.
2.3.2 Fluoreszenzspektroskopie
Fluoreszenzspektren wurden mit Hilfe des Cary Eclipse (Varian, Deutschland)
aufgenommen. Dieses verwendet eine Xenon Blitzlampe als Lichtquelle und ein
R928 Photomultiplier als Detektor. Zusa¨tzlich bietet das Gera¨t die Mo¨glichkeit der
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Temperierung der Probe mittels eines Peltierelements (Varian, Germany).
NADH wurde bei 340nm angeregt und cNADH bei 360nm. Anregungs- und Emissionsspalt
wurden auf 5nm spektrale Bandbreite eingestellt. Die Spannung an den Photomultipliern
betrug 600V. Das Verha¨ltnis der von einem Moleku¨l emittierten Photonen im Vergleich zu
den absorbierten Photonen wird als Quantenausbeute Q bezeichnet und durch folgende
Gleichung berechnet:
Q = QR
I ·ODR · n2
IR ·OD · n2R
(2.7)
I ist die u¨ber das Emissionsspektrum integrierte Intensita¨t. OD steht fu¨r die optische
Dichte bei Anregungswellenla¨nge und n fu¨r den Brechungsindex. Der Index R weißt auf den
Referenzfluorophor mit bekannter Quantenausbeute hin. Als Referenzfluorophor wurde
Quinin Hemisulfat (22640, Sigma Aldrich, USA) mit Q=0.577 bei T=22◦C verwandt
[33, 35]. Da sich herausgestellt hat, dass die Quantenausbeute von Quinin Hemisulfat
unabha¨ngig von der Anregungswellenla¨nge ist,[36, 37] konnte es auch als Referenz fu¨r die
Messungen bei 260nm Anregung benutzt werden. Die Brechungsindizes von Trispuffer,
0,1M Schwefelsa¨ure, Methanol und DMSO wurden mit einem Refraktometer (Reichert,
Deutschland) bei 589nm gemessen. Der Brechungsindex fu¨r 0,1M Schwefelsa¨ure betrug
nR=1,352, fu¨r Trispuffer n=1,327, fu¨r D2O n=1,332, fu¨r Methanol n=1,329 und fu¨r
DMSO n=1,479. Laut Literaturangaben a¨ndern sich die Brechungsindizes der verwendeten
Lo¨sungsmittel im Wellenla¨ngenbereich zwischen 400 und 600nm um ca. 1% [38–41]. Da
die Fehler bei der Bestimmung der Quantenausbeute bei mindestens 10% lag, konnten
Dispersionseffekte bei der Berechnung der Quantenausbeute vernachla¨ssigt werden.
Die Effizienz des Energietransfers zwischen dem Adenin-Rest und dem Dihydronikotin-
amid-Rest kann bestimmt werden, indem das Verha¨ltnis zwischen der Quantenausbeute
bei Anregung mit 260nm und der Quantenausbeute bei 370nm Anregung gebildet
wird. Die Quantenausbeute bei 260nm Anregung wird zusa¨tzlich um den Einfluss des
Dihydronikotinamids korrigiert, indem die Quantenausbeute von (c)NMNH bei 260nm
Anregung subtrahiert wird [42].
2.3.3 Zeitaufgelo¨ste Fluoreszenzspektroskopie
Die Fluoreszenzlebensdauer eines Moleku¨ls M kann man u¨ber den Abfall der
Fluoreszenzintensita¨t in Abha¨ngigkeit von der Zeit bestimmen. Betrachtet man im
Folgenden die zeitliche Entwicklung der Konzentration der elektronisch angeregten
Moleku¨le [M∗] mit Γ und knr gema¨ß Gleichung 2.1
d[M(t)∗]
dt
= −(Γ + knr)[M(t)] = −(Γ + kISC + kIC)[M(t)] (2.8)
Diese lineare Differentialgleichung wird durch folgende Gleichung gelo¨st:
[M∗(t)] = M0exp(−t/(Γ + knr)) = M0e(−t/τ) (2.9)
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In verdu¨nnten Lo¨sungen OD  1 ist die Konzentration des Fluorophors proportional zur
Intensita¨t und damit gilt:
I(t) = I0e
(−t/τ) (2.10)
Die Fluoreszenzlebensdauer ist folglich die Zeit, bei der die Fluoreszenzintensita¨t auf 1/e
ihres Ausgangswertes abgefallen ist.
Die Fluoreszenzlebensdauer wurde in dieser Arbeit u¨ber das Prinzip TCSPC (time
correlated single photon counting) bestimmt. Bei dieser Methode wird die Zeit zwischen
dem Anregungspuls und dem ersten detektierten Fluoreszenzphoton gemessen und diese
Zeitinformation fu¨r ≥ 106 Pulse in ein Histogramm gespeichert. Ist die zur Anregung
eingestrahlte Energie zu hoch, treffen mehr als ein Photon auf den Detektor. Da
der Detektor nur die Ankunftszeit des ersten Photons registriert, kommt es zu einer
systematisch zu ku¨rzeren Zeiten verschobenen Lebensdauer (pile-up effect) [43]. Ist die
Konzentration des Farbstoffes zu hoch, so wird die gemessene Fluoreszenzlebensdauer
durch Reabsorption und Reemission verla¨ngert, weswegen verdu¨nnte Lo¨sungen (µM)
empfehlenswert sind [44, 45]. Erfahrungsgema¨ß sollten die Konditionen bei der Messung so
eingestellt werden, dass nur bei jedem zwanzigsten Puls ein Fluoreszenzphoton gemessen
wird [46].
Zur Anregung werden typischerweise gepulste Laserdioden (LD) oder Leuchtdioden (LED)
verwendet. Der Anregungspuls hat eine Pulsbreite von ca. 200-500ps. Dies fu¨hrt dazu,
dass die Moleku¨le in der Probe nicht zum selben Zeitpunkt angeregt werden. Das
heißt die gemessene Fluoreszenzabklingkurve entspricht nicht der Fluoreszenzabklingkurve
bei hypothetischer Anregung mit einem δ Puls, sondern entha¨lt noch als zusa¨tzliche
Information das Anregungsprofil der verwendeten Lichtquelle, sowie charakteristische
Eigenschaften der Elektronik und des verwendeten Detektors. Folglich muss die gemessene
Fluoreszenzabklingkurve Fexp mit der sogenannten Instrumentenantwort (IRF) entfaltet
werden, um die tatsa¨chliche Fluoreszenzantwort F (t) zu erhalten. Die IRF begrenzt die
Zeitauflo¨sung des Systems [47]. Eine Daumenregel besagt, dass Lebensdauern mit bis zu




IRF (t′)F (t− t′)dt′ (2.11)
Die Fluoreszenzlebensdauern wurden mit dem Fluoreszenzlebensdauerspektrometer
FluoTime 100 (PicoQuant, Deutschland) bestimmt. Die Proben wurden bei 370nm
mit einer durch den Pulstreiber (PDL 800B, PicoQuant, Deutschland) gepulsten LED
(PLS 370, PicoQuant, Deutschland) mit einer Wiederholungsrate von 20MHz angeregt.
Die Ausgangsleistung betrug 4,0(2)µW. Daru¨ber hinaus wurden einige Proben auch
bei 265nm mit einer gepulsten LED (PLS 265, PicoQuant, Deutschland) mit einer
Wiederholdungsrate von 10MHz und einer Ausgangsleistung von 2µW angeregt. Das
System ist zur Detektion mit einem Einzelphotonendetektor PMA 182P (Hamamatsu,
Japan) ausgestattet. Die Daten werden durch das PicoHarp 200 TCSPC Modul
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(PicoQuant, Deutschland) aufgenommen. Um den Einfluss des gestreuten Anregungslichts
zu minimieren, wurde im Detektionsstrahlengang ein vorinstallierter UVB-375nm
Hochpass Filter gewa¨hlt. Damit nur bei maximal jedem zwanzigsten Anregungspuls ein
Fluoreszenzphoton emittiert wird, wurde die Anregungsleistung durch einen Graufilter
auf 10% des Maximalwertes reduziert. Die Instrumentenantwort (IRF) des Systems
wurde durch das Streulicht einer nicht fluoreszierenden, verdu¨nnten kolloidalen Silizium
Suspension (Ludox, 420816, Sigma Aldrich, USA) aufgenommen. Bei der Aufnahme der
IRF wurden in diesem Fall keine Filter im Detektionskanal benutzt. Die Halbwertsbreite
(FWHM) der IRF bei 370nm Anregung betrug ungefa¨hr 0,42ns und bei 265nm
FWHM=0,35ns. Um die Messungen unter
”
magic angle“ Konditionen3 durchzufu¨hren,
wurden zwei UV-Polarisationsfilter (Typ UV 2, Linos, Deutschland) verwendet. Das
durch den ersten Filter vertikal polarisierte Anregungslicht wurde unter dem magic
angle (54,7◦) detektiert, wodurch sichergestellt wurde, dass das Signal proportional
zur Gesamtfluoreszenzintensita¨t ist. Neben dem UVB-375nm Hochpassfilter konnten
fu¨r die Messungen der spektralen Abha¨ngigkeit der Fluoreszenzlebensdauer noch zwei
weitere Filter im Detektionsstrahlengang gewa¨hlt werden: ein 427/10 Bandpassfilter
(FF01-427/10-25, Semrock, NY ,USA) und ein 513/17 Bandpassfilter (FF01-513/17-25,
Semrock, NY, USA).
Das FluoTime100 wurde durch ein externes Ka¨ltebad (Minichiller, Huber, Deutschland)
temperiert. In dem Ka¨ltebad befand sich ein Tauchsieder (Sicherheitstauchsieder TS 1001
Firma: Rommelsbacher). Die Temperatur wurde mit Hilfe eines Thermostats (Universal
Thermostat UT 200, Firma: Conrad Electronics) geregelt.
Die Messungen wurden mit dem FluoFit Software Paket (PicoQuant, Deutschland)
analysiert. Die Fluoreszenzabklingkurven wurden mit Hilfe eines Nonlinear Least Square













ai steht fu¨r die Amplitude und τi fu¨r die Fluoreszenzlebensdauer der i-ten
Zerfallskomponente.
Die Qualita¨t des Fits wurde u¨ber verschiedene Verfahren u¨berpru¨ft: u¨ber das reduzierte
χ2r , die gewichteten Residuen, sowie die Autokorrelation der Residuen.
• Die χ2r Methode beruht auf der kleinsten quadratischen Abweichung zwischen
gemessenen Daten Fexp und angepassten Daten Ffit, normiert durch den statistischen
3 Der Zweck der
”
magic angle“ Konditionen ist, die Fluoreszenzlebensdauer unabha¨ngig von der
Rotation des Moleku¨ls im angeregten Zustand zu messen, die zu einer A¨nderung der Orientierung des
Dipolmomentes im angeregten Zustand fu¨hrt. Hierzu wird vertikal polarisiert angeregt und im Vergleich
zum Anregungspolarisator unter 54,7◦ detektiert. Ohne Polarisationsfilter entspricht die detektierte
Intensita¨t I = Iparallel + Isenkrecht nicht der Gesamtintensita¨t I = Iparallel + 2Isenkrecht. Dies wird
nur unter oben genannten Bedingungen erreicht [33].
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Das Rauschen folgt bei TCSPC einer Poisson Statistik. Wenn die Anzahl der
Ereignisse in einem TCSPC Kanal hoch genug ist (gro¨ßer als 10 Ereignisse), dann
kann das Poissonrauschen durch eine Gaussverteilung approximiert werden [43]. Die




2 ha¨ngt von der Anzahl der Datenpunkte ab, weswegen
das reduzierte χ2r zur Untersuchung des Fits herangezogen wird. Dieses beru¨cksichtigt
zusa¨tzlich die Anzahl der Freiheitsgrade, welche sich aus der Subtraktion der Anzahl











Fu¨r einen guten Fit, sollte das χ2r im Bereich von χ
2
r ≈1,0 liegen.
• Eine weitere Mo¨glichkeit zur U¨berpru¨fung ob das benutzte Modell die





Fu¨r einen gute Fit sollten die Residuen stochastisch um Null verteilt sein. Es sollten
weder Tendenzen noch Merkmale wie Oszillationen erkennbar sein.
• Kleine Tendenzen in der Verteilung der Residuen ko¨nnen besser durch die
Autokorrelation der Residuen untersucht werden:
A(t) =
∫ +∞




Die Autokorrelation ist ein Maß dafu¨r, inwieweit ein Ereignis mit einem anderen
Ereignis innerhalb einer Messreihe korreliert. Die Autokorrelation der Residuen sollte
deswegen ebenfalls statistisch um Null verteilt sein.
• Ein weiterer Schritt zur Verifizierung des verwendeten Models/Fits ist eine
Fehlerabscha¨tzung (Abscha¨tzung der Konfidenzintervalle). Der Fitalgorithmus
berechnet den sogenannten asymptotischen Standardfehler [49]. Dieser berechnet
sich wie folgt: Bei einem Satz von bereits optimierten Parametern vera¨ndert man
einen Parameter leicht von seinem optimierten Wert. Der Algorithmus u¨berpru¨ft
dann, wie stark er diesen Parameter a¨ndern kann, ohne dass das χ2r ein gewisses
Toleranzlevel u¨berschreitet. Diese Fehlerabscha¨tzung ist nur dann richtig, wenn
die verschiedenen Parameter unkorreliert sind. Dies ist jedoch fu¨r zeitaufgelo¨ste
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Messungen fast nie der Fall: A¨ndert man bei einem monoexponentiellen Fit z.B. den
Parameter fu¨r die Amplitude, so wird der Parameter der Lebensdauer versuchen dies
zu kompensieren [33, 43].
• Alternativ kann man den Fehler durch die
”
support plane analysis“ (SPA)
abscha¨tzen. Prinzipiell funktioniert die SPA wie die Bestimmung des asymptotischen
Standardfehlers: Man nimmt einen Parameter aus dem Set von optimierten
Parametern und a¨ndert seinen Wert leicht von seinem optimalen Wert. Im Gegensatz
zum Standardfehler fixiert man diesen Parameter und fittet alle anderen Parameter
des Sets. Das sich aus diesem neuen Fit errechnete χ2r dient dann als Definition
fu¨r das Konfidenzintervall. Prinzipiell sucht die SPA nach einem neuen Satz von
Parametern mit einem geringeren χ2r , so dass der zu untersuchende Parameter noch
weiter von seinem optimierten Wert abweichen darf.
Anhand von Abbildung 2.9 soll der Prozess der Verifizierung des Fitmodells kurz
erla¨utert werden. Abgebildet ist eine aufgenommene Fluoreszenzabklingkurve und die
Instrumentenantwort des Systems. Diese Fluoreszenzabklingkurve wurde mit einem mono-
(links) und einem biexponentiellen Modell gefittet. Daru¨ber hinaus werden die zum
Fitmodell geho¨renden gewichteten Residuen (Res) und die Autokorrelation der Residuen
(Autokorr.) gezeigt. Beim monoexponentiellen Modell ist der Wert des χ2r = 1, 914,
d.h. gro¨ßer 1. Daru¨ber hinaus zeigen sowohl die Residuen als auch die Autokorrelation
Muster bzw. Tendenzen. Im Gegensatz dazu wird bei einem biexponentiellen Modell das
χ2r deutlich reduziert auf χ
2
r = 1, 063 und weder die Residuen noch die Autokorrelation
zeigen Muster oder Tendenzen. Folglich sollte das biexponentielle Modell gewa¨hlt werden,
da es die experimentellen Daten besser beschreibt als das monoexponentielle Modell.
Trotz der U¨berpru¨fung durch χ2r , Residuen, Autokorrelation und SPA kann es
unter Umsta¨nden schwierig sein sich fu¨r ein Fitmodell (z.B. monoexponentiell oder
biexponentiell) zu entscheiden. Durch den oben beschriebenen Fitalgorithmus wird
schon vor dem Fit das Modell (monoexponentiell oder biexponentiell) vorgegeben.
Ein alternativer Ansatz beruht darauf, dem Fit kein explizites Modell vorzugeben,
sondern von bis zu 100 verschiedenen Lebensdauern, die zu Beginn des Fits alle gleich
wahrscheinlich sind, auszugehen. Diesen Ansatz nennt man die Maximum Entropie
Methode (MEM). Sie beruht auf der Shannon Informationsentropie S, welche ein Maß
fu¨r den Informationsgehalt einer Nachricht darstellt. Sie besagt,
”
ist auf der Grundlage
unzureichender Information aus einer Vielzahl von Wahrscheinlichkeitsverteilungen eine
Verteilung auszuwa¨hlen, dann ist genau diejenige zu nehmen, welche die gro¨ßte Entropie
besitzt und mit der gesamten verfu¨gbaren Information u¨bereinstimmt.“ [50] Wu¨rde man
eine Verteilung mit niedrigerer Entropie wa¨hlen, so wu¨rde man Information voraussetzen,
die man nicht besitzt. Wu¨rde man eine Verteilung mit ho¨herer Entropie auswa¨hlen, so
wu¨rde man einen Teil der Information nicht benutzen. Die Methode findet Anwendung
bei der optimalen Extraktion von Information aus verrauschten Signalen.
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Abbildung 2.10: Beispiel einer Analyse der Lebensdauerverteilung mittels MEM:
Die MEM Analyse ergibt in U¨bereinstimmung mit der Fitanalyse zwei Lebensdauern (vgl.
Abb. 2.9)
Angewandt auf die Fluoreszenzlebensdauer bedeutet die MEM, dass zu Beginn davon
ausgegangen wird, dass alle mo¨glichen Lebensdauern in einem gegebenen Zeitintervall die
gleiche Wahrscheinlichkeit haben. Die Verteilung ist folglich zu Beginn des Algorithmus
flach. Die Daten werden nun mit bis zu 100 Lebensdauern (100-exponentiell) gefitted und
anhand des χ2r entschieden, welche Modelle die Daten ada¨quat beschreiben. Gibt es nun
mehrere Modelle (z.B. mono-, bi- und triexponentiell), die der χ2r Anforderungen genu¨gen
(χ2r ≈ 1), so wird die Verteilung bzw. das Modell ausgewa¨hlt dessen Entropie maximal ist,
d.h. den gesamt zur Verfu¨gung stehenden Informationsgehalt der Daten ausnutzt.[51–53]
Zur Illustration wurde der Datensatz von Abbildung 2.9 zusa¨tzlich mittels MEM
analysiert. Die verwendete MEM Software stammt von Swaminathan et al. [51]. Abbildung
2.10 kann man entnehmen, dass die Fluoreszenzabklingkurve durch zwei Lebensdauern
beschrieben werden muss. Die MEM Analyse besta¨tigt somit in U¨bereinstimmung mit der
Auswertung von Abbildung 2.9 das biexponentielle Modell fu¨r den Fit der Daten.
2.4 Bestimmung der Bindungskonstante mittels NADH
Die Bindungskonstante KB, auch Assoziationskonstante genannt, ist ein Maß dafu¨r auf
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[A] und [B], sowie [AB] stehen fu¨r die Konzentration der Einzelsubstanzen A und B,
sowie fu¨r die Konzentration des Komplexes. Die Bindungskonstante ist das inverse der
Dissoziationskonstante.
Handelt es sich bei mindestens einem der beiden Moleku¨le um einen Fluorophor und
a¨ndert der Fluorophor seine Fluoreszenzeigenschaften, wenn er an ein anderes Moleku¨l
bindet, so kann die Bindungskonstante u¨ber die sich a¨ndernde Fluoreszenzintensita¨t
bestimmt werden. Die Messung der Fluoreszenz ist eine besonders sensitive Technik, die
in der Lage ist selbst einzelne Moleku¨le zu detektieren [33].
Wa¨hrend der Ansatz, die Bindungskonstante u¨ber die Fluoreszenzintensita¨t zu messen,
bereits bekannt ist,[27–29] soll in dieser Arbeit unter anderem ein neuer, sensitiverer
Ansatz zur Bestimmung der Bindungskonstante bzw. Dissoziationskonstante vorgestellt
werden und mit der intensita¨tsbasierten Methode verglichen werden. Die Methode soll
anhand der fluoreszierenden Coenzyme (c)NADH und dem Enzym Glucosedehydrogenase
(GlucDH) erla¨utert werden. Die Messungen der Fluoreszenzintensita¨t und der
Fluoreszenzlebensdauer wurden jeweils parallel an zwei Aliquots derselben Stammlo¨sung
durchgefu¨hrt: Um verschiedene Konzentrationen an freiem und gebundenem (c)NADH
zu generieren wurde die Konzentration an GlucDH im Bereich zwischen 0,23µM und
2,3mM variiert, wa¨hrend die Konzentration an (c)NADH konstant bei 23µM belassen
wurde. Die Variation der Enzymkonzentration statt der Variation des Fluorophors hat
den Vorteil, dass die optische Dichte bei der Anregungswellenla¨nge (370nm) unter einem
Wert von 0,2 bleibt, d.h. Effekte der optischen Dichte vernachla¨ssigt werden ko¨nnen. Die
Messungen wurden einmal in Kaliumphosphatpuffer (0,1M pH7) und in Trispuffer (0,1M,
pH8,5 versetzt mit 0,2M NaCl) durchgefu¨hrt. Die Daten wurden u¨ber drei verschiedene
Messungen gemittelt, welche bei verschiedenen Temperaturen im Bereich zwischen 10◦C
und 40◦C durchgefu¨hrt worden sind.
Abha¨ngig von der GlucDH-Konzentration wurden unterschiedliche Methoden
zum Anpassen der Fluoreszenzabklingkurven angewandt. Bei sehr hohen
Enzymkonzentrationen wurde die Fluoreszenzabklingkurve mit einer biexponentiellen
Funktion gefittet, wobei die Fluoreszenzlebensdauer von gebundenem NADH τgeb = 2, 9ns
und die mittlere Lebensdauer von freiem NADH τfree = 0, 46ns festgehalten wurden.
Bei sehr niedrigen GlucDH Konzentrationen wurde die Fluoreszenzabklingkurve
ebenfalls biexponentiell gefittet, wobei die beiden Lebensdauern des freien NADHs
τ1 = 0, 33ns und τ2 = 0, 69ns konstant gehalten wurden. In dem dazwischenliegenden
Konzentrationsbereich wurden die Kurven mit einem triexponentiellen Modell gefittet,
wobei τ1, τ2 und τgeb konstante Parameter waren.
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sowie die Fluoreszenzintensita¨t wurden in Abha¨ngigkeit von der GlucDH Konzentration
bestimmt. Die Bindungskonstante konnte aus der Kurve analog zur in der Literatur bereits





Imin steht fu¨r die Intensita¨t des freien und Imax fu¨r die Intensita¨t des gebundenen NADHs.
KB steht fu¨r die Bindungskonstante und [GlucDH] fu¨r die Konzentration an Glucose-
dehydrogenase.
Analog zu Gleichung 2.20 wurde im Rahmen dieser Arbeit eine Funktion zur Bestimmung






τmin entspricht in diesem Fall der mittleren Fluoreszenzlebensdauer von freiem NADH
und τmax der Lebensdauer von gebundenem NADH. q ist ein zusa¨tzlicher Faktor,
der den Unterschied der Quantenausbeute zwischen gebundenem und freiem NADH
mit beru¨cksichtigt. Er berechnet sich aus dem Quotienten der Quantenausbeute von
gebundenem zu freiem NADH und betra¨gt q = 7, 25. KB steht wieder fu¨r die
Bindungskonstante und [GlucDH] fu¨r die Konzentration an GlucDH.
2.5 Glucosebestimmung mittels NADH
Ein herausragender Vorteil von NADH als potentieller Glucosesensor besteht darin,
dass NADH u¨ber drei verschiedene Methoden spektroskopisch detektiert werden
kann: u¨ber Absorptionspektroskopie, Fluoreszenzspektroskopie und u¨ber zeitaufgelo¨ste
Fluoreszenzspektroskopie [8].
Bei der Detektion mittels Absorptionsspektroskopie nutzt man die Tatsache aus, dass
sich die Absorptionseigenschaften von NAD im Vergleich zu NADH unterscheiden. Das
Absorptionsmaximum von NAD liegt bei 260nm, wa¨hrend die reduzierte Form von NAD,
NADH, noch ein zusa¨tzliches Absorptionsmaximum bei 340nm aufweist (vgl. Abb. 2.11)
Die Konzentration an gebildetem NADH kann mittels des Extinktionskoeffizienten bei
340nm  = 6, 2mM−1 [55] bestimmt werden. Da die Konzentration von gebildetem NADH
direkt von der Glucosekonzentration abha¨ngt, kann so die Konzentration der Glucose
direkt aus der NADH-Konzentration ermittelt werden.
Ein weiterer Ansatz beruht auf der Bestimmung der NADH- und damit der
Glucose-Konzentration u¨ber die Messung der Fluoreszenzintensita¨t. Unter anderem
haben Narayanaswamy et al. einen linearen Anstieg der intrinsischen Fluoreszenz von
NADH durch Zugabe von Glucose im Konzentrationsbereich zwischen 1.1 und 11mM
berichtet [10]. Evans et al. schlugen daru¨ber hinaus die Autofluoreszenz von NAD(P)H
in Gewebe fu¨r nicht-invasives (also nicht auf Blutentnahme basiertes) Glucosemessen vor
[11].
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Abbildung 2.11: Vergleich Extinktionsspektrum NAD versus NADH: NADH hat
ein zusa¨tzliches Absorptionsmaximum bei 340nm.(Bildquelle: analog zu Ref. [32])
Die Messung der Fluoreszenzintensita¨t wird durch Fluktuationen der Intensita¨t der
Anregungslichtquelle, Vera¨nderung der Transmissionseigenschaften der verwendeten
optischen Komponenten, Lichtstreuung und manchmal auch von photochemischen
Prozessen wie Photobleichen beeinflusst [33]. Der dritte Detektionsansatz,
die Fluoreszenzlebensdauer, umgeht diese Nachteile. Eine Mo¨glichkeit die
Glucosekonzentration u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer zu detektieren wurde von
W. Petrich et al. vorgeschlagen [30]. Die Idee dahinter soll anhand von Abbildung
2.12 und NADH als Beispiel kurz erla¨utert werden: Analog zur Bestimmung der
Bindungskonstante wird die Fluoreszenzlebensdauer von NADH als eine mittlere
intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer τav ausgedru¨ckt. Diese besteht aus den zwei
Lebensdauern von freiem NADH und gebundenem NADH. In Abbildung 2.12 ist die
mittlere Fluoreszenzlebensdauer in Abha¨ngigkeit vom Konzentrationsverha¨ltnis Enzym
zu Coenzym, sprich GlucDH zu NADH, dargestellt. Ist die Konzentration des gebildeten
NADHs hoch, dies ist bei hoher Glucosekonzentration der Fall, sind der Großteil der
NADH Moleku¨le frei und die mittlere Fluoreszenzlebensdauer entspricht anna¨hernd
der mittleren Fluoreszenzlebensdauer von freiem NADH. Wenn umgekehrt die NADH
Konzentration gering ist, also die Glucosekonzentration niedrig ist, so ist der Großteil
der NADH Moleku¨le gebunden und NADH entspricht der Lebensdauer von gebundenem
NADH. Dies bedeutet, dass die mittlere Fluoreszenzlebensdauer davon abha¨ngt, ob
NADH gebunden oder frei vorliegt und damit - bei gegebener Enzymaktivita¨t - von
der Konzentration an gebildetem NADH, folglich von der Glucosekonzentration. [30]
Die Durchfu¨hrung der Messung zu Abbildung 2.12 wurden mit NADH und GlucDH
analog zu den Messungen der Bestimmung der Bindungskonstante durchgefu¨hrt und die
Fluoreszenzabklingkurven mit derselben Methode und denselben Parametern gefittet.
Die Anwendbarkeit dieses Glucosesensors konnte fu¨r NADH und GlucDH bereits besta¨tigt
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Abbildung 2.12: Prinzip eines Lebensdauerbasierten Glucosesensors:
Mittlere Lebensdauer aufgetragen gegen das Konzentrationsverha¨ltniss GlucDH zu
NADH.(Bildquelle: analog zu Ref. [32])
werden. In Abbildung 2.13 ist die mittlere Fluoreszenzlebensdauer und das Verha¨ltnis
zwischen der freien und der gebundenen Komponente Rfrei/geb in Abha¨ngigkeit von der
Glucosekonzentration aufgetragen. Diese Messungen wurden an Teststreifen durchgefu¨hrt,
wobei Blut, welches verschiedene Konzentrationen an Glucose enthielt, appliziert wurde.
Sowohl τav als auch Rfrei/geb zeigen fu¨r den hier dargestellten Bereich eine lineare
Abha¨ngigkeit von der Glucosekonzentration und besta¨tigen die Anwendbarkeit dieser
Idee fu¨r einen Glucosesensor [32].
(a) Mittlere Lebensdauer (b) Verha¨ltnis zwischen freier und gebundener
Komponente
Abbildung 2.13: Messungen an Teststreifen mit Blut: Sowohl die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer als auch das Verha¨ltnis zwischen freier und gebundener
Komponente Rf/b sind linear von der Glucosekonzentration abha¨ngig. (Bildquelle: [32])
Ziel dieser Arbeit war zu u¨berpru¨fen, ob dieses Prinzip auch auf cNADH als Coenzym
angewandt werden kann. Die Durchfu¨hrung der Messung fu¨r cNADH wurde analog zu
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Abschnitt 2.4 bei vier verschiedenen Temperaturen im Bereich zwischen 10◦C und 40◦C
durchgefu¨hrt.
2.6 Bestimmung der Aktivita¨t eines Enzyms mittels
Fluoreszenzlebensdauermessung
In der Biochemie ist die Aktivita¨t ein Maß fu¨r die Geschwindigkeit, mit der ein Substrat
von einem Enzym (Katalysator) umgesetzt wird. Ihre Einheit 1 unit gibt den Umsatz von
1µmol Substrat pro Minute an. Die Reaktionsgeschwindigkeit v einer Enzymreaktion kann





Vmax ist die maximale Reaktionsgeschwindigkeit, [S] die Substratkonzentration und KM
steht fu¨r die Michaelis-Menten Konstante. KM ist definiert als die Substratkonzentration,
bei der die Reaktionsgeschwindigkeit gleich 12Vmax ist. Sie ist ein Maß fu¨r die Affinita¨t eines
Enzyms zu seinem Substrat. Je ho¨her KM , desto ho¨her muss die Substratkonzentration
sein, damit die Reaktion bei halbmaximaler Geschwindigkeit abla¨uft.
Die Aktivita¨t (A) eines Enzyms kann u¨ber viele verschiedene Techniken bestimmt werden,
unter anderem photometrisch und fluorometrisch. Photometrisch wird die Aktivita¨t u¨ber






 · d · Vp ·∆t (2.23)
c steht fu¨r die Konzentration der absorbierenden Substanz, d fu¨r die Schichtdicke der
Ku¨vette, V fu¨r das Gesamtvolumen der Ku¨vette und Vp fu¨r das Probevolumen und  fu¨r
den dekadischen Extinktionskoeffizienten [54].
Der Einfluss der Enzymaktivita¨t auf die Fluoreszenzlebensdauer wurde auf mit
Teststreifenmasse beschichteten Deckgla¨sern (D 263 M, Schott, Deutschland) gemessen.
Die Teststreifenmasse enthielt unter anderem das Coenzym cNAD und das Enzym
GlucDH. Obgleich die Ortsauflo¨sung fu¨r die Messung am Teststreifen keine Rolle spielt,
wurde aus praktischen Gru¨nden die Fluoreszenzlebensdauern u¨ber FLIM (Fluorescence
Lifetime Imaging Microscopy) mit einem Axioplan 1 (Carl Zeiss, Deutschland) gemessen.
Die Teststreifen wurden hierbei mit einer gepulsten Laserdiode (LD) bei 375nm (LDH
375 mit Pulstreiber PDL 800B, PicoQuant, Deutschland) mit einer Wiederholdungsrate
von 40MHz angeregt. Die LD wurde u¨ber eine Multimode-Glasfaser in das Mikroskop
eingekoppelt. Das Anregungslicht wurde u¨ber einen dichroitischen Strahlteiler (FT 395nm,
Filter Satz 2, Carl Zeiss, Deutschland) durch das Objektiv (Plan-Neofluar 10x 0,3, Carl
Zeiss, Deutschland) auf den Teststreifen gelenkt. Das emittierte Fluoreszenzlicht wurde zur
Detektion u¨ber dasselbe Objektiv gesammelt und durch den dichroitischen Strahlteiler auf
eine Bildversta¨rkerkamera (Picostar HR 12 Bildversta¨rker gekoppelt mit einer geku¨hlten
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CCD camera; LaVision, Deutschland) durchgelassen. Vor der Bildversta¨rkerkamera wurde
ein Langpassfilter (LP 420nm, Carl Zeiss, Deutschland) installiert, um das Fluoreszenzlicht
noch weiter vom Streulicht zu trennen. Die Belichtungszeit betrug 1s, die O¨ffnungszeit
des Bildversta¨rkers 500ps und die Spannung am Bildversta¨rker 600V. Die Zeitauflo¨sung
der Kamera betrug 200ps. Die Kamera wurde im Zeitfenstermodus betrieben. Es wurden
zwei Zeitfenster bei 1,5ns bis 2ns (hauptsa¨chlich kurze Lebensdauer des cNADHs) und
bei 3,5-4ns (hauptsa¨chlich lange Lebensdauer des cNADHs) gewa¨hlt. Eine effektive
Fluoreszenzlebensdauer wurde u¨ber das Verha¨ltnis der Intensita¨ten der beiden Zeitfenster





∆t steht fu¨r den Zeitabstand zwischen den beiden Zeitfenster (2 ns), I1 ist die Intensita¨t
des ersten Zeitfensters (freies cNADH) und I2 die Intensita¨t des zweiten Zeitfensters
(gebundenes cNADH).
Die Teststreifen wurden mit je 5µl Glucoselo¨sungen unterschiedlicher Konzentrationen
(75mg/dL, 150mg/dL und 300mg/dL) benetzt. Diese Messung wurde fu¨r jeden Teststreifen
zwei Mal durchgefu¨hrt: einmal 5s und einmal 17s nach Benetzung.
Um den Einfluss einer reduzierten Aktivita¨t auf die Fluoreszenzlebensdauer testen zu
ko¨nnen, wurde ein Teil der Teststreifen fu¨r 2 und 4 Tage bei 60◦C und 80% Luftfeuchtigkeit,
d.h. abseits der erlaubten Lagerbedingungen, eingelagert. Die Aktivita¨t des Enzyms
in jeweils unterschiedlichen Teststreifen wurde unabha¨ngig u¨ber ein Standardverfahren
photometrisch bestimmt und die gemessene Aktivita¨t mit der fu¨r GlucDH bekannten
Aktivita¨t (22,0U/cm2) ins Verha¨ltnis gesetzt4
2.7 Probenpra¨paration
NAD und NADH wurden von Roche (10127973001 und 10107735001, Roche Applied
Science, Deutschland) geliefert. cNAD, cNMN wurden analog zum Protokoll von
Lee et al. [56] synthetisiert und zusammen mit NMN (N3501, Sigma Aldrich) zu
cNADH, cNMNH und NMNH nach dem Protokoll von Panza et al. reduziert[57].5
Vor jeder Messung wurden die Substanzen in Trispuffer (10708976001, Roche Applied
Science, Deutschland)(0,1M pH8,5), welcher 0,2M NaCl (567440,Merck, Deutschland)
enthielt gelo¨st. Dichlorbenzyldihydronikotinamid und die cisoide Modellverbindung
wurden als 0,1M Stocklo¨sung in Ethanol (Ethanol puris, 32221, Sigma Aldrich, USA)
angeru¨hrt und kurz vor der Messung mit dem jeweiligen Lo¨sungsmittel verdu¨nnt. Der
Ethanolgehalt betrug nach der Verdu¨nnung weniger als 0,1% und hat laut P. Fischer
et al. keinen Einfluss auf die spektroskopischen Eigenschaften [31]. Zusa¨tzlich zu den
Messungen in Trispuffer wurden Messungen in wasserfreiem Dimethylsulfoxid (DMSO
4 Die photometrische Aktivita¨tsbestimmung wurde von Dr. Susanne Gawenda durchgefu¨hrt.
5 Die Synthese und Reduktion der Moleku¨le wurde von Heribert Ma¨rz aus der Arbeitsgruppe von Dr.
Dieter Heindl, Roche Penzberg durchgefu¨hrt
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mit Molekularsieb, 41641, Sigma Aldrich, USA), deuteriertem Trispuffer (bestehend aus
D2O (191701) und Deuteriumchlorid (543047), Sigma Aldrich, USA) und Methanol
(spectroscopic grade, 154903, Sigma Aldrich, USA) durchgefu¨hrt. Mit Ausnahme
des Dichlorbenzyldihydronikotinamids und der cisoiden Modellverbindung wurden alle
Substanzen direkt in den jeweiligen Lo¨sungsmitteln gelo¨st.
Die Absorptionsspektren, Emissionsspektren und Fluoreszenzlebensdauern wurden
anhand von 3 Aliqots derselben Probe parallel durchgefu¨hrt. Alle Messungen wurden
in der Regel bei 4 verschiedenen Temperaturen von 10◦C bis 40◦C in 10◦C Schritten
durchgefu¨hrt. Der pH-Wert des Trispuffers zeigt eine starke Temperaturabha¨ngigkeit. Der
pH-Wert wurde deswegen fu¨r jede Temperatur vor der Messung u¨berpru¨ft und erneut
eingestellt.
Alle Substanzen wurden bei 3 verschiedenen Konzentrationen untersucht (45µM, 33µM
und 23µM) um Effekte der optischen Dichte fu¨r die Fluoreszenzmessung ausschließen zu
ko¨nnen. Daru¨ber hinaus wurden die Ergebnisse u¨ber jeweils mindestens 30 unabha¨ngige
Messungen gemittelt.
Fu¨r die Messung von gebundenem (c)NADH wurde GlucDH (Roche Penzberg,
Deutschland) sowohl in Kaliumphosphatpuffer (0,1M pH7), als auch in Trispuffer (0,1M
pH8,5 mit 0,2M NaCl) gelo¨st. Fu¨r die UV-Vis Spektroskopie wurden Quartzglasku¨vetten
(111-10-40, Hellma, Deutschland) mit einer Schichtdicke von d =1cm und fu¨r die
Fluoreszenzmessungen Quarzglasku¨vetten (114F-10-40, Hellma, Deutschland) mit einer
Schichtdicke von d1=1cm und d2=0,4cm verwendet.
2.8 Sauerstofffrei messen
Um den Einfluss von molekularem Sauerstoff auf die spektroskopischen Eigenschaften
von NADH und cNADH untersuchen zu ko¨nnen wurden Messungen in sauerstofffreiem
Puffer durchgefu¨hrt. Dazu wurde der Puffer 5 Minuten im Ultraschallbad und unter
Einhaltung ga¨ngiger Schlenktechniken [58] 20 Minuten mit Argon entgast. Das Argongas
wurde zusa¨tzlich u¨ber eine selbstgestopfte Sa¨ule (enthielt mehrere Lagen einer Mischung
aus Natriumhydroxid (NaOH, 655104, Sigma Aldrich, USA) und Pyrogallol (P0381, Sigma
Aldrich, USA) durch Watte getrennt) gefiltert und eventuell vorhandener Sauerstoff und
H2O entfernt. Verschließbare Quarzglasku¨vetten (117104F-10-40, Hellma, Deutschland)
wurden mit ca. 0,8mg (c)NADH-Pulver befu¨llt, mit einem Kautschukseptum ( EC92.1,
Roth, Deutschland) verschlossen und ebenfalls mit Argon entgast. Im Anschluss wurde
1ml entgaster Trispuffer mit einer Spritze vom Schlenkkolben in die verschlossene Ku¨vette
u¨berfu¨hrt.
Um u¨berpru¨fen zu ko¨nnen, dass die Lo¨sung keinen Sauerstoff entha¨lt, wurde die
selbe Prozedur mit Pyrogallol (P0381 Sigma Aldrich, USA) in 33% NaOH (Pulver,
655104, Sigma Aldrich, USA) durchgefu¨hrt. Pyrogallol reagiert mit kleinsten Mengen
an Sauerstoff, was mit eine A¨nderung des Absorptionsspektrums einhergeht. Durch
Oxidation zerfa¨llt Pyrogallol unter anderem in Purpurogallin (Trihydroxybenztropolon).
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Abbildung 2.14: Quantitativer Sauerstoffnachweis mittels Pyrogallol: A¨nderung
des Extinktionsspektrums von Pyrogallol unter Zugabe von Sauerstoff.
Purpurogallin weist im Gegensatz zu Pyrogallol ein zusa¨tzliches Absorptionsmaximum bei
420nm auf [59]. Durch Untersuchung der Absorbanz dieses zusa¨tzlichen Peaks kann mit
Hilfe des Extinktionskoeffizienten ( = 2.47mM−1cm−1) auf die Sauerstoffkonzentration
zuru¨ckgeschlossen werden, wobei es zu einer 1:3 Umsetzung (3 mol Sauerstoff ergeben
1 mol Purpurogallin) kommt [60]. In Abbildung 2.14 wurde das Extinktionsspektrum
von entgastem Pyrogallol aufgenommen. Zu Beginn (schwarze Kurve) und auch nach
30min (rote Kurve) gibt es nur eine sehr geringe A¨nderung der Absorption bei 420nm.
Im Anschluss an diese Messung wurden 6 mal 5µl Luft zugegeben, anschließend 3 mal
10µl Luft, dann 2 mal 20µl und zuletzt 2 mal 50µl. Die Luft wurde mittels einer
Spritze durch das Septum appliziert. 1 Minute nach Injektion wurden die Spektren von
Abbildung 2.14 aufgenommen. Deutlich zu erkennen ist die Entstehung eines zusa¨tzlichen
Absorptionsmaximums bei 420nm.
Die Messbedingungen der sauerstoffreien (c)NADH Lo¨sungen entsprachen der schwarzen
Kurve. Die Lo¨sung enthielt weniger als 20(9)µM Purpurogallin. Der große Fehler ist auf
eine gera¨tebedingte Messungenauigkeit bei der Aufnahme der Basislinie zuru¨ckzufu¨hren.
Mit oben erwa¨hnter 1:3 Umsetzung folgt ein Sauerstoffgehalt von 18(8)µM bzw.
0,018(8)mM (ungefa¨hr 5·102ppm) in der entgasten Lo¨sung.
Mit Hilfe der Lo¨slichkeit von Sauerstoff in Wasser (K=1,3mMl−1bar−1)[61] und dem
Henry Gesetz c = K · xi · p la¨sst sich der Sauerstoffgehalt in Wasser bei Normaldruck
(p=1,013bar) und einem Stoffmengenanteil xi von Sauerstoff in Luft von 0,209 zu
0,28mM abscha¨tzen[61]. Dies entspricht einem Sauerstoffgehalt von ungefa¨hr 5·103ppm
in nicht entgaster Lo¨sung. Folglich wa¨re der Sauerstoffgehalt in entgaster Lo¨sung nur um
mindestens einen Faktor 10 niedriger als in der nicht entgasten Lo¨sung. Dieser Wert stellt
eine Obergrenze dar. In der Chemie wird davon ausgegangen, dass unter Einhaltung der




Aus der Literatur ist bekannt, dass NADH Absorptionsmaxima bei 260nm
(Absorptionsbande des Adenins) und bei 340nm (Absorptionsbande des
Dihydronikotinamids) hat [55]. Erste Messungen an einem cNADH Gemisch ergaben,
dass die Absorptionsbande des Dihydronikotinamids von cNADH im Vergleich zu NADH
20nm rot verschoben ist und bei 360nm liegt [15].
Ziel dieses Abschnittes ist es, den elektronischen Grundzustand und die elektronisch
angeregten Zusta¨nde von NADH und cNADH quantenchemisch zu beschreiben. Ein
besonderes Augenmerk soll dabei darauf liegen, ob es mo¨glich ist, die in der Literatur
beschriebenen experimentell gefundenen Unterschiede in den Absorptionsspektren von
NADH und cNADH erkla¨ren zu ko¨nnen. Zusa¨tzlich zu den Rechnungen in Gasphase
wurden auch Lo¨sungsmitteleffekte durch Anwendung des PCM-Models (polarizable
continuum model) beru¨cksichtigt und ihr Einfluss auf die Ergebnisse untersucht.
3.1 Methode und Durchfu¨hrung
Im folgenden Abschnitt sollen die Grundideen der verwendeten Methoden kurz
erla¨utert werden. Fu¨r eine tiefergehende und gru¨ndliche mathematische Beschreibung der
Hatree-Fock-Methode [62] und der Dichtefunktionaltheorie soll an diesem Punkt auf die
Werke von Dreizler [63], Eschrig [64] und Parr [65] verwiesen werden. Fu¨r die Berechnung
der angeregten Zusta¨nde soll hier auf die Publikationen von Dreuw und Harbach et al.
verwiesen werden [66, 67].
3.1.1 Grundzustand
Um Anregungen rechnen zu ko¨nnen ist zu Beginn die Charakterisierung des
elektronischen Grundzustandes notwendig. Diesen kann man z.B. durch Verwendung der
Dichtefunktionaltheorie (DFT) berechnen. Diese dru¨ckt die Gesamtenergie des Systems
als Funktional der Elektronendichte aus. DFT ist die Methode der Wahl speziell bei
der Beschreibung von gro¨ßeren Moleku¨len. Der Rechenaufwand ist vergleichbar mit
dem von Hartree-Fock (HF) Rechnungen, [62] wobei im Gegensatz zu HF zusa¨tzlich die
Elektronen-Korrelation durch ein Austausch-Korrelationsfunktional beru¨cksichtigt wird
[68]. Eine u¨berlegte Wahl des Austausch-Korrelationsfunktionals fu¨hrt zu einer recht
genauen Beschreibung des zu untersuchenden Systems und damit zu den bestmo¨glichen
Ergebnissen.[66]
Als Austausch-Korrelationsfunktional ist besonders die Verwendung von
Hybridfunktionalen beliebt, bei denen nur ein Teil der Austausch-Korrelations-Funktion
mit Hilfe der DFT berechnet wird. Der andere Teil wird als Austausch-Energie wie in
der Hartree-Fock-Methode bestimmt. Dabei ist insbesondere Becke-3-Lee Yang Paar
(B3LYP) als am ha¨ufigsten verwendetes Hybridfunktional zu erwa¨hnen[69].
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3.1.2 Elektronisch angeregte Zusta¨nde
Angeregte Zusta¨nde kann man z.B. mit CIS (Configuration Interaction Singles)
berechnen. Im Rahmen dieser Methode konstruiert man die angeregte Wellenfunktion
durch Austausch eines besetzten Moleku¨lorbitals (MO) mit einem virtuellen (unbesetzten)
MO in der Grundzustands-Slater Determinante. Normalerweise ist der angeregte Zustand
eine Linearkombination vieler solcher angeregter Slater-Determinanten. Hat nur eine oder
zwei dieser Determinanten signifikant am angeregten Zustand teil, so kann der U¨bergang
durch nur ein besetztes und ein virtuelles MO (z.B. HOMO-LUMO)6 beschrieben
werden. Die Energien der virtuellen Orbitale (z.B. des LUMOs) werden allerdings fu¨r ein
N+1 Elektronensystem beschrieben. Damit liefert CIS nur eine schlechte Na¨herung fu¨r
Anregungsenergien. Sie fu¨hren typischerweise zu einer U¨berscha¨tzung der Energien um
0.5-2eV [66].
Eine bessere Beschreibung der Anregungsenergien liefert die zeitabha¨ngige
Dichtefunktionaltheorie (TDDFT). Analog zu DFT sagen die Runge-Gross Theoreme,
dass die totale Energie als Funktional der zeitabha¨ngigen Elektronendichte beschrieben
werden kann [70]. Die Anregungsenergien und dazugeho¨rigen Oszillatorsta¨rken erha¨lt man,
indem die Elektronendichte des Grundzustandes mit einem externen zeitabha¨ngigen Feld
gesto¨rt wird und man die lineare Antwort der Dichte auf diese Sto¨rung analysiert. Die Pole
dieser Funktion in erster Ordnung (linear response) entsprechen den Anregungsenergien.
TDDFT beschreibt die Einteilchenenergie eines angeregten Elektrons besser als HF,
da sie aus der Energiedifferenz der Kohn-Sham-Orbitale eines N-Elektronensystems
hervorgehen. Die Fehler der Anregungsenergien liegen im Bereich von 0,1-0,5eV [66]. Die
Rechenzeit von TDDFT ist im Vergleich zu anderen Methoden gering und kann somit
auch zur Beschreibung lokaler Einfachanregungen von Moleku¨len mit mehr als 20 Atomen
angewandt werden [66].
3.1.3 Durchfu¨hrung
Die quantenmechanischen Rechnungen wurden mit dem Programmpaket Gaussian 09
durchgefu¨hrt [71]. Eine kristallographisch bestimmte Struktur von NAD wurde fu¨r NADH
leicht modifiziert und als Anfangsstruktur fu¨r die Geometrieoptimierung verwendet.[72]
Fu¨r die Berechnungen von cNADH wurde die Struktur ebenfalls modifiziert, indem der
Sauerstoff am Zucker durch eine Methylengruppe ersetzt wurde.
In den folgenden Rechnungen wurde sowohl fu¨r die Berechnung des Grundzustandes,
als auch fu¨r die Berechnung der elektronischen Anregungen das Hybrid-Funktional
CAM-B3LYP mit dem Standard polarisierten Doppel-ζ Basissatz cc-pVDZ verwendet
[73]. Die Wahl des Austausch-Korrelationsfunktionals fiel auf CAM-B3LYP, da
TDDFT normalerweise bei der Beschreibung von Ladungstransferanregungen versagt.
CAM-B3LYP ist ein long-range korrigiertes B3LYP Hybridfunktional, d.h. das Funktional
bestimmt die Absta¨nde der verschiedenen Atome und mischt zur Berechnung der
6 HOMO: highest occupied molecular orbital; LUMO: lowest unoccupied molecular orbital
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Anregungsenergien bei ku¨rzeren Absta¨nden wenig Hartree Fock Anteile (19%) bei,
wa¨hrend bei großen Absta¨nden große Anteile an Hartee-Fock (65%) beigemischt werden.
Der Fehler der Anregungsenergien von TDDFT fu¨r charge-transfer Zusta¨nde wird mit
Verwendung von CAM-B3LYP somit geringer.[74]
Im Anschluss an die Geometrieoptimierung (Energieminimierung) des Grundzustandes
mittels DFT wurden 20 vertikale elektronische Anregungen mittels TDDFT gerechnet
(nur erlaubte U¨berga¨nge, d.h. Singulett-Singulett U¨berga¨nge).
Fu¨r die Untersuchung der Fluoreszenz wurde nochmals eine Geometrieoptimierung, in
diesem Fall vom angeregten Zustand (S1) durchgefu¨hrt und im Anschluss wiederum 20
elektronische Anregungen gerechnet. Um den Fehler der Methode abscha¨tzen zu ko¨nnen
wurde die Energie der ersten Anregung von NADH mit dem Literaturwert (340nm=ˆ
3,647eV) [55] verglichen und auf diesen normiert. Die absoluten Anregungsenergien der
folgenden Rechnungen (von NADH, cNADH, NMNH’ und cNMNH’ sowohl Absorption-
als auch Fluoreszenzrechnungen) wurden um diesen Energiefehler (∆E=-0,485eV)
verschoben.
3.1.4 Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten
Um die aus den bisherigen quantenchemischen Rechnungen (im Vakuum) erzielten
Ergebnisse mit den experimentellen Ergebnissen in Lo¨sungsmittel besser vergleichen
zu ko¨nnen, wurden Lo¨sungsmitteleffekte mit Hilfe des polarizable continuum models
(PCM) beru¨cksichtigt. Anstatt jedes Lo¨sungsmittelmoleku¨l explizit zu beschreiben,
benutzt man ein dielektrisches Medium, welches die Lo¨sungsmittelmoleku¨le implizit
als Ganzes repra¨sentiert. Der gelo¨ste Stoff befindet sich in einer Kavita¨t, wobei das
dielektrische Medium durch seine Dielektrizita¨tskonstante  repra¨sentiert wird. Das gelo¨ste
Moleku¨l wird als Ladungsverteilung behandelt, welches das dielektrische Kontinuum
polarisiert, wodurch Oberfla¨chenladung induziert wird. Diese Oberfla¨chenladung definiert
das Lo¨sungsmittelreaktionsfeld, welches wiederum die Ladungsverteilung des gelo¨sten
Moleku¨ls polarisiert. Die Kavita¨t wird als Satz von ineinandergreifenden Kugeln, welche
um jeden Kern des Moleku¨ls zentriert sind, definiert. Die Grenze jeder Kavita¨t ist dabei die
Oberfla¨che des Moleku¨ls. Die auf die Oberfla¨che induzierte Ladung muss dabei numerisch
berechnet werden [75]. In Abbildung 3.1 wird die Durchfu¨hrung der Rechnungen ohne
Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten (Nicht-PCM) und unter Beru¨cksichtigung von
Lo¨sungsmitteleffekten (PCM) miteinander verglichen. Die PCM Rechnungen wurden mit
Wasser als Lo¨sungsmittel d.h. mit einer Dielektrizita¨tskonstante von  = 78.3553Fm−1 mit
Gaussian 09 durchgefu¨hrt. Im Gegensatz zu den Berechnungen ohne Beru¨cksichtigung von
Lo¨sungsmitteleffekten wurde zusa¨tzlich eine zustandsspezifische Anregung und Abregung
durchgefu¨hrt. Bei der zustandsspezifischen Anregung und Abregung (Emission) wird
die Antwort der durch die Anregung gea¨nderten Ladungsverteilung des Moleku¨ls auf
das polarisierende Lo¨sungsmittel mitberu¨cksichtigt. Das heißt durch die Durchfu¨hrung
der PCM Rechnungen wird sowohl der Einfluss des polarisierenden Mediums auf die
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Abbildung 3.1: Vergleich Durchfu¨hrung fu¨r PCM und Nicht-PCM Rechnung.
Anregung/Abregung des Moleku¨ls, als auch der umgekehrte Einfluss der durch die
Anregung vera¨nderten Ladungsverteilung des Moleku¨ls auf das Lo¨sungsmittel bzw. das
Reaktionsfeld beru¨cksichtigt. Analog zu den vorherigen Rechnungen wurden jeweils 20
elektronische Anregungen gerechnet. Der Fehler der PCM-Methode wurde wiederum durch
Normierung der ersten Anregung den Literaturwert der Energie des NADH abgescha¨tzt.
Alle Anregungsenergien der PCM-Rechnungen wurden auf dieser Basis um ∆E=-0,287eV
verschoben.
3.2 Absorption
Zu Beginn wurden die Grundzustandsenergien von NADH und cNADH mittels DFT
mit CAM-B3LYP als Austausch-Korrelationsfunktional und dem Basissatz cc-pVDZ
berechnet. Auf die optimierte Grundzustandsgeometrien wurden jeweils 20 vertikale
elektronische Anregungen (Singulett-Singulett U¨berga¨nge) mit den dazugeho¨rigen
Oszillatorsta¨rken gerechnet. Dabei wurden die Anregungen fu¨r zwei verschiedene
Konfigurationen der Amidgruppe am Dihydronikotinamid berechnet (transoid und cisoid).
Die transoide Form soll dabei NMR Studien zu Folge die pra¨ferierte Stellung sein [31]. Bei
der transoiden Form zeigt der Sauerstoff der Amidgruppe in Richtung des Stickstoffs (N1),
wa¨hrend bei der cisoiden Stellung die Aminogruppe (NH2) zum Stickstoff zeigt.
In Abbildung 3.2 ist die berechnete Oszillatorsta¨rke in Abha¨ngigkeit von der Wellenla¨nge
fu¨r transoides NADH und transoides cNADH aufgetragen. Im Anschluss wurden die
Anregungsenergien mit einer Lorentzfunktion mit einer Linienbreite von 20nm gefaltet.
Vergleicht man nun das so erhaltene Spektrum von NADH und cNADH, so erkennt
man, dass die erste Anregung von cNADH im Vergleich zu NADH um ∆E=0,161eV
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Abbildung 3.2: Vergleich Absorption transoides NADH vs. transoides cNADH:
Das Spektrum wurde aus den Anregungsenergien mittels einer Faltung mit einer
Lorentzfunktion mit 20nm Linienbreite erstellt.
bzw. ∆λ=15,7nm nm rot verschoben ist und beide Anregungen ungefa¨hr dieselbe
Oszillatorsta¨rke haben. Daru¨ber hinaus haben beide Moleku¨le eine weitere Anregung
bei 260nm. Diese Anregung entspricht in U¨bereinstimmung mit Literaturangaben der
Anregung des Adenins [55]. Schaut man sich die Orbitale der U¨berga¨nge an, so handelt
es sich bei der ersten Anregung vom S0 in den S1 um einen HOMO-LUMO U¨bergang,
genauer gesagt um einen pipi∗ U¨bergang.
Dies ist in U¨bereinstimmung mit Literaturangaben [31]. Vergleicht man nun HOMO und
LUMO von NADH und cNADH anhand von Abbildung 3.3, so erkennt man, dass bei
diesem U¨bergang zum u¨berwiegenden Teil der Dihydronikotinamidrest und der Zuckerrest
involviert sind. In U¨bereinstimmung mit der Literatur ist die Absorptionsbande bei
λ=340nm auf die Anregung des Dihydronikotinamids zuru¨ckzufu¨hren [55]. Der U¨bergang
vom S0 in den S1 von cisoidem cNADH zeigt eine geringere Verschiebung von ∆E=0,094eV
bzw. ∆λ=10,1nm im Vergleich zu cisoidem NADH. Daru¨ber hinaus sind die Energien
des transoiden Grundzustandes sowohl bei NADH als auch bei cNADH niedriger als die
Energien des cisoiden Zustandes (∆E ≈ 0, 988EH)7. In U¨bereinstimmung mit den NMR
Messungen ist transoides (c)NADH energetisch niedriger und damit die bevorzugte isomere
Struktur.[31]































































































































Abbildung 3.4: Vergleich Absorption transoides NMNH’ vs. cNMNH’:
Das Spektrum wurde aus den Anregungsenergien mittels einer Faltung mit einer
Lorentzfunktion mit 20nm Linienbreite erstellt.
Um die Rechenzeit minimieren zu ko¨nnen, wurde u¨berpru¨ft, ob es mo¨glich ist
die Absorptionseigenschaften des Dihydronikotinamids durch die Berechnung von
Dihydronikotinamidmononukleosid (NMNH’), einem Moleku¨l, welches nur aus dem
Dihydronikotinamidteil und dem Zuckerrest besteht, darstellen zu ko¨nnen.
Analog zu (c)NADH wurden die Absorptionsspektren von (c)NMNH’ berechnet und
erstellt. In Abbildung 3.4 erkennt man, dass analog zu NADH, die erste Anregung
von transoidem cNMNH’ um ∆E=0,155eV bzw. ∆λ=15,1nm rot verschoben ist im
Vergleich zu transoidem NMNH’. Der U¨bergang vom S0 in den S1 entspricht analog
zu NADH ebenfalls einem HOMO-LUMO-U¨bergang und ebenfalls einem pipi∗ U¨bergang,
in den nur das Dihydronikotinamid und der Zucker involviert sind (vgl. Abb. 3.5).
Die Oszillatorsta¨rken von NMNH’ und cNMNH’ sind ebenfalls anna¨hernd gleich. Die
Spektren von (c)NMNH’ haben erwartungsgema¨ß keine zusa¨tzliche Anregung bei 260nm,
da (c)NMNH’ keinen Adeninrest aufweist.
Analog zu den Rechnungen fu¨r (c)NADH wurden auch fu¨r (c)NMNH’ Rechnungen an den
cisoiden Konformationen durchgefu¨hrt. Auch hier sind die cisoiden Zusta¨nde energetisch
ungu¨nstiger als die transoiden Zusta¨nde. Allerdings betra¨gt die spektrale Verschiebung von
cisoidem NMNH’ zu cisoidem cNMNH’ nur ∆E=0,084eV bzw. ∆λ=8,1nm, ist also fu¨r die
cisoide Konformation geringer als fu¨r die transoide. Transoides NMNH’ und transoides
cNMNH’ lassen sich folglich als Modell fu¨r die Charakterisierung der Anregung des
Dihydronikotinamids von transoidem NADH und transoidem cNADH verwenden.
In Abbildung 3.6 werden die effektiven Atomladungen von NMNH’ und cNMNH’
miteinander verglichen. Durch die Substitution des Sauerstoffs durch eine Methylengruppe
am Zucker kommt es zu Ladungsverschiebungen im Zucker: Die Ladung des Kohlenstoffs
des Zuckers, welcher an den Stickstoff des Dihydronikotinamidrests bindet, ist bei cNMNH’
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Abbildung 3.5: Vergleich HOMO und LUMO von transoidem NMNH’ vs.
cNMNH’: Blaue Fa¨rbung: positives Vorzeichen der Wellenfunktion; Rote Fa¨rbung:
negatives Vorzeichen der Wellenfunktion.
mit 0,026e anna¨hernd neutral, wa¨hrend sie fu¨r NMNH’ deutlich positiv geladen ist
(0,228e). Daru¨ber hinaus ist der Sauerstoff des Zuckers bei NMNH’ negativ geladen
(-0,297e), wa¨hrend der Kohlenstoff der Methylengruppe des Zuckers beim cNMNH’ leicht
positiv (0,087e) geladen ist. Diese Beobachtung steht im Einklang mit der ho¨heren
Elektronegativita¨t des Sauerstoffs (NMNH’) im Vergleich zum Kohlenstoff (cNMNH’).
Der Sauerstoff des Zuckers von NMNH’ hat eine ho¨here Elektronegativita¨t als die
Methylengruppe des Zuckers bei cNMNH’. Diese Ladungsverschiebung hat Auswirkungen
auf das Dihydronikotinamid und diese scheinen wiederum der Grund fu¨r die Verschiebung
der Absorptionsbande des Dihydronikotinamids bei cNMNH’ im Vergleich zu NMNH’ zu
sein.
3.3 Fluoreszenz
Im Anschluss an die Absorptionseigenschaften von NADH und cNADH wurden
die Fluoreszenzeigenschaften mittels TDDFT berechnet. Analog zur Berechnung
der Absorptionseigenschaften wurde CAM-B3LYP als Austausch-Korrelationsfunktional
mit dem Basissatz cc-pVDZ verwendet. Aus der Literatur ist bekannt, dass die
Fluoreszenzeigenschaft von (c)NADH auf den Dihydronikotinamid-Rest des Moleku¨ls
zuru¨ckzufu¨hren ist. Im Abschnitt 3.2 konnte daru¨ber hinaus gezeigt werden, dass die
spektroskopischen Eigenschaften des Dihydronikotinamid von (c)NADH durch (c)NMNH’
beschrieben werden ko¨nnen. Zur Berechnung der Fluoreszenzeigenschaften von NADH und



































































































































































































































































NMNH’ cNMNH’ NMNH’ trans cNMNH’ trans
Absorption [nm] 348 356 341 356
Fluoreszenz [nm] 474 485 445
Shift [ev] -0,485 -0,485 -0,485 -0,485
PCM
NMNH’ cNMNH’ NMNH’ trans cNMNH’ trans
Absorption [nm] 342 350 333 349
Fluoreszenz [nm] 447 444 425 431
Shift [eV] -0,287 -0,287 -0,287 -0,287
Tabelle 3.1: Vergleich Absorption und Fluoreszenz des Dihydronikotinamids mit und ohne
Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten.
Zu Beginn wurde eine Geometrieoptimierung des S1 durchgefu¨hrt und auf die optimierte
Geometrie 20 vertikale elektronische Anregungen gerechnet, wobei nur die durch
die Auswahlregeln erlaubten U¨berga¨nge, d.h. Singulett-Singulett U¨berga¨nge gerechnet
wurden. Bei der optimierten Geometrie des S1 fa¨llt im Vergleich zur optimierten
Geometrie des Grundzustandes (S0) auf, dass die Bindungsla¨nge zwischen dem Ring
des Dihydronikotinamids und der Amidgruppe geringer wird. Sie betra¨gt im S0 1,482A˚,
wa¨hrend die Bindungsla¨nge im S1 nur noch 1,443A˚ betra¨gt. Bei der Fluoreszenz wurde
in der Gasphase ebenfalls eine spektrale Verschiebung zwischen NMNH’ und cNMNH’
berechnet. Bei cisoidem NMNH’ und cNMNH’ betra¨gt die Verschiebung 9nm und stimmt
damit mit der spektralen Verschiebung bei der Absorption von cisoidem NMNH’ und
cNMNH’ u¨berein. Fu¨r transoides NMNH’ ist die Rechnung trotz zahlreicher Versuche
letztendlich nicht konvergiert. Dementsprechend kann u¨ber die Energieverschiebung der
transoiden Fluoreszenzu¨berga¨nge keine Aussage getroffen werden. Fu¨r transoides cNMNH’
betra¨gt der Fluoreszenzu¨bergang ∆E=2,7861eV, was einer Wellenla¨nge von ∆λ=445nm
entspricht.
Die bis zu diesem Punkt durchgefu¨hrten Rechnungen wurden ohne Beru¨cksichtigung von
Lo¨sungsmitteleffekten durchgefu¨hrt. Um die quantenchemischen Rechnungen spa¨ter mit
den experimentell erzielten Ergebnissen vergleichen zu ko¨nnen, sollen diese im Folgenden
beru¨cksichtigt werden. Dies wird im Rahmen des PCM Modells durchgefu¨hrt, wobei
Wasser mit einer Dielektrizita¨tskonstante von  = 78.3553Fm−1 als Lo¨sungsmittel gewa¨hlt
wurde. Die Rechnungen wurden fu¨r transoides und cisoides (c)NMNN’ durchgefu¨hrt und
die Ergebnisse in Tabelle 3.1 zusammengefasst.
Im Vergleich zu den Rechnungen ohne Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten
beschreiben die Ergebnisse unter Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten (PCM) die
Literaturwerte besser. So mu¨ssen die Energien im Rahmen des PCM Modells nur noch
um ∆E=-0,287eV verschoben werden, anstatt ∆E=-0,485eV ohne PCM. Daru¨ber hinaus
bleiben die spektrale Verschiebungen zwischen NMNH’ und cNMNH’ bei der Absorption
erhalten und betragen im transoiden Fall auch ∆λ=15nm. Das PCM Modell wirkt sich
besonders stark auf die Fluoreszenzeigenschaften aus. So reduziert sich die spektrale
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(a) NMNH’ (b) cNMNH’
Abbildung 3.7: Schematischer Vergleich der statischen elektrischen
Dipolmomente von NMNH’ vs. cNMNH’: Die absoluten statischen elektrischen
Dipolmomente des S0 und des S1 sind in gru¨n dargestellt, wa¨hrend die Differenzen
der Dipolmomente in Rot dargestellt sind. Die Rotverschiebung der Wellenla¨nge beim
U¨bergang S1 in den S0 ist im Vergleich zur Absorption sta¨rker, je gro¨ßer das Dipolmoment
des Fluorophors ist.
Verschiebung im Rahmen des PCM Modells fu¨r transoides NMNH’ auf 6nm und im Falle
von cisoidem NMNH’ auf nur ∆λ=3nm. Folglich bleibt ihm Rahmen des PCM Modells die
Verschiebung in der Absorption erhalten, wa¨hrend sie sich bei der Fluoreszenz reduziert.
Eine Mo¨glichkeit die Reduzierung der spektralen Verschiebung bei der Fluoreszenz von
NMNH’ und cNMNH’ zu verstehen, ist die Betrachtung der statischen elektrischen
Dipolmomente des Grundzustandes S0 und des angeregten Zustandes S1 im Rahmen
der Ergebnisse des PCM-Modells, d.h. in Wasser. Die Relaxation der Solvathu¨lle im
angeregten Zustand ist ein Grund fu¨r die Rotverschiebung in der Wellenla¨nge der
Fluoreszenz gegenu¨ber der Absorption [33]. Diese Rotverschiebung ist sta¨rker, je polarer
das Lo¨sungsmittel und je gro¨ßer das Dipolmoment des Fluorophors ist [33, 76–78].
Abbildung 3.7 vergleicht schematisch die absoluten statischen Dipolmomente (gru¨n) sowie
die Differenz der statischen elektrischen Dipolmomente (rot) des Grundzustandes und
des angeregten Zustandes. Sowohl die absoluten Werte, als auch die Differenzen zwischen
angeregtem- und Grundzustand sind fu¨r NMNH’ gro¨ßer als fu¨r cNMNH’. Folglich wird die
Wellenla¨nge beim U¨bergang vom S1 in den S0 fu¨r NMNH’ sta¨rker rotverschoben als fu¨r
cNMNH’. Mit anderen Worten: Die Energiedifferenz zwischen S1 und S0 wird bei NMNH’
geringer und damit na¨hern sich die Energien bzw. Wellenla¨ngen des Fluoreszenzu¨bergangs
von NMNH’ an die von cNMNH’ an.
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4 Spektroskopische Eigenschaften von freiem NADH und
cNADH in H2O
Die quantenmechanischen Rechnungen ergaben, dass die Absorptionsbande des
Dihydronikotinamids von cNADH im Vergleich zu NADH 16nm rot verschoben ist.
Gleichzeitig ergaben die Rechnungen in Gasphase, dass die Lage des Fluoreszenzmaximums
bei cNMNH’ im Vergleich zu NMNH’ um 11nm rot verschoben ist. Beru¨cksichtigt man
Lo¨sungsmitteleffekte im Rahmen des PCM-Modells, so verringert sich die spektrale
Verschiebung in Wasser auf 5,9nm fu¨r transoides (c)NMNH’ und auf 3nm fu¨r ciosides
(c)NMNH’.
Ziel des folgenden Kapitels ist es, die spektroskopischen Eigenschaften von cNADH
experimentell mittels Absorptions- und Fluoreszenzspektroskopie zu bestimmen und mit
denen von NADH zu vergleichen. Die Fluoreszenzlebensdauern von NADH und cNADH
sind ebenfalls Gegenstand der experimentellen Untersuchung.
4.1 Absorption
(a) NAD vs. cNAD (b) NADH vs. cNADH
Abbildung 4.1: Vergleich der Extinktionsspektren von NAD, cNAD, NADH und
cNADH in Trispuffer pH 8,5: (c)NAD hat ein Absorptionsmaximum bei 260nm,
wa¨hrend (c)NADH noch ein zusa¨tzliches Absorptionsmaximum aufweist. Dieses zweite
Absorptionsmaximum ist bei cNADH im Vergleich zu NADH 20nm rot verschoben.
Das Absorptionsmaximum von cNAD und NAD stimmen miteinander u¨berein und liegen
beide bei 260(1)nm. Dieses Absorptionsmaximum ist auf die Absorptionseigenschaften
des Adenins [79] und des Nikotinamids [80] zuru¨ckzufu¨hren. Vergleicht man das
Extinktionsspektrum von cNAD mit dem von NAD (vgl. 4.1 (a)), so sind die
Extinktionskoeffizienten bei 260nm gleich und betragen  =16,9(3)mM-1cm-1 [81].
Wie erwartet, hat eine Temperatura¨nderung im Bereich zwischen 5◦C und 40◦C keinen
Einfluss auf die Absorptionseigenschaften von cNAD und NAD (vgl. Abb. 4.2).
Wird NAD bzw. cNAD zu NADH und cNADH reduziert, so wird das Nikotinamid
zu einem Dihydronikotinamid reduziert. Mit der Reduktion geht eine A¨nderung des
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(a) NAD (b) cNAD in Trispuffer pH 8.5
Abbildung 4.2: Temperaturabha¨ngigkeit des Extinktionsspektrums von (c)NAD
in Trispuffer pH 8,5: Die Absorptionseigenschaften von NAD und cNAD sind
unabha¨ngig von der Temperatur im Bereich zwischen 5◦C und 40◦C.
Absorptionsspektrums einher (vgl. 4.1 (b)). Der Peak bei 260nm nimmt ab, wa¨hrend
ein neues Absorptionsmaximum entsteht, welches auf die Absorptionseigenschaften des
Dihydronikotinamids zuru¨ckzufu¨hren ist. Die Absorptionsbande des Dihydronikotinamids
bei NADH liegt bei 340(1)nm. Im Vergleich dazu ist die Absorptionsbande des
Dihydronikotinamids bei cNADH 20nm rot verschoben und liegt bei 360(1)nm (blaue
Linie in Abb. 4.1 (b)).
Der Extinktionskoeffizient des Dihydronikotinamids von cNADH betra¨gt
 =6,2(2)mM-1cm-1 und stimmt mit dem von NADH u¨berein [82].
Analog zu (c)NAD zeigt Abbildung 4.3, dass die Absorptionseigenschaften von NADH und
cNADH erwartungsgema¨ß im Bereich von 5◦C bis 40◦C unabha¨ngig von der Temperatur
sind.
(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 4.3: Temperaturabha¨ngigkeit des Extinktionsspektrums von
(c)NADH in Trispuffer pH 8,5: Die Absorptionseigenschaften von NADH und
cNADH sind unabha¨ngig von der Temperatur im Bereich zwischen 5◦C und 40◦C.
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4.2 Fluoreszenz
Vergleicht man das Emissionsspektrum von cNADH anhand von Abbildung 4.4 (a) mit
dem von NADH, so stimmt die Lage der Emissionsmaxima innerhalb der Fehlergrenzen
miteinander u¨berein. Das Emissionsmaximum von NADH liegt bei 463(2)nm und fu¨r
cNADH bei 464(2)nm. Allerdings ist die Quantenausbeute von cNADH gro¨ßer als die
von NADH. Bei 20◦C betra¨gt sie fu¨r cNADH Q =0,024(2) und fu¨r NADH Q =0,016(1).
(a) Emission NADH versus cNADH (b) Fluoresezenzlebensdauern von NADH und
cNADH als Funktion der Temperatur
Abbildung 4.4: Fluoreszenzeigenschaften (c)NADH: Die Lage des
Fluoreszenzmaximums von NADH und cNADH stimmen miteinander u¨berein. NADH
und cNADH haben beide 2 Fluoreszenzlebensdauern, welche ebenfalls miteinander
u¨bereinstimmen.
Betrachtet man nun die Fluoreszenzlebensdauer, so folgt der Zerfall des angeregten
Zustandes einem biexponentiellen Verlauf, d.h. NADH und cNADH haben je
zwei Fluoreszenzlebensdauern, die innerhalb der Fehlergrenzen jeweils miteinander
u¨bereinstimmen (Abb. 4.4 (b)). Abbildung 4.5 zeigt exemplarisch den Zerfall des
angeregten Zustandes von NADH in Trispuffer bei pH 8,5 und 20◦C. Dargestellt sind
sowohl der Rohdatensatz, die Instrumentenantwort, als auch der dazugeho¨rige Fit, sowie
die Residuen und die Autokorrelation der Residuen. Die Gu¨te des Fits wurde, wie in
Kapitel 2.3.3 beschrieben, u¨ber das χ2r , die Residuen und die Autokorrelation der Residuen
bestimmt.
Ein monoexponentieller Fit, ha¨tte zu einer signifikanten Verschlechterung des reduzierten
χ2r gefu¨hrt. Daru¨ber hinaus zeigen die Residuen und die Autokorrelation der Residuen
bei einem biexponentiellen Fit keinen Trend, wa¨hrend dies bei einem monoexponentiellen
Fit der Fall ist (vgl. Abb. 2.9). Zusa¨tzlich wurden dieselben Rohdaten auch mit Hilfe
der Maximum Entropy Methode (MEM) ausgewertet (vgl. Kapitel 2.3.3) Auch die
Auswertung mittels MEM besta¨tigten die Existenz von zwei Lebensdauern: τ1 =0,22(3)ns
und τ2 =0,64(7)ns (vgl. Abb. 2.10). Im Gegensatz zu den Absorptionseigenschaften sind die
Fluoreszenzeigenschaften von NADH und cNADH stark temperaturabha¨ngig. Abbildung
4.7 (a) vergleicht die Quantenausbeute von cNADH und NADH in Abha¨ngigkeit von
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Abbildung 4.5: Fluoreszenzabfall NADH in Tris pH 8,5 20◦C: Fitparameter:
Lebensdauern: τ1 =0,36(3)ns; τ2 =0,69(2)ns; Amplituden: A1=11440(1640);
A2=14000(1500); Hintergrund: Bkr.Zerfall =20(1)Cts; Bkr.IRF =24(1)Cts; Verschiebung
IRF und Zerfall: Shift =0.091(6)ns
Abbildung 4.6: Vergleich Fluoreszenzabklingkurve NADH vs. cNADH in Tris pH 8,5 20◦C
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(a) Quantenausbeute von NADH und cNADH als
Funktion der Temperatur
(b) Mittlere Fluoreszenzlebensdauer von NADH und
cNADH als Funktion der Temperatur
Abbildung 4.7: Quantenausbeute und Mittlere Fluoreszenzlebensdauer
von(c)NADH versus der Temperatur: Die mittlere Fluoreszenzlebensdauer
und die Quantenausbeute verhalten sich gleich mit A¨nderungen der Temperatur. Folglich
unterliegen NADH und cNADH einem dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozess. (Quelle: in
Anlehnung an Ref. [81])
Temperatura¨nderungen im Bereich von 5◦C bis 40◦C. Die Quantenausbeute von cNADH
ist grundsa¨tzlich ho¨her als die Quantenausbeute von NADH. Gleichzeitig steigt die
Quantenausbeute von (c)NADH an, wenn die Temperatur sinkt.
Betrachten wir nun die Temperaturabha¨ngigkeit der Fluoreszenzlebensdauern: Die
mittlere intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer (vgl. Abb. 4.7 (b)), sowie auch die
einzelnen Fluoreszenzlebensdauern (vgl. Abb. 4.4 (a)) von cNADH und NADH, werden mit
zunehmender Temperatur ku¨rzer. Gleichzeitig ist die mittlere Fluoreszenzlebensdauer von
cNADH ho¨her als von NADH (vgl. Abb. 4.7 (b)). Dies bedeutet, dass der Intensita¨tsanteil
der la¨ngeren Fluoreszenzlebensdauer an der Gesamtintensita¨t bei cNADH mit 69(3)%
ho¨her ist, als bei NADH (45%). Dadurch la¨sst sich auch der Unterschied in der
Fluoreszenzabklingkurve von cNADH im Gegensatz zu NADH erkla¨ren, trotz der gleichen
einzelnen Fluoreszenzlebensdauern (vgl. Abb. 4.6).
Vergleicht man nun das Verhalten der Quantenausbeute mit der Temperatur (Abb.
4.7 (a)) mit dem der mittleren intensita¨tsgewichteten Fluoreszenzlebensdauer (Abb. 4.7
(b)), so erkennt man, dass sich beide gleich verhalten. Sowohl die Quantenausbeute, als
auch die mittlere Fluoreszenzlebensdauer steigen fu¨r cNADH um ungefa¨hr einen Faktor
1,7(1) an und fu¨r NADH um einen Faktor 1,2(1), wenn die Temperatur von 40◦C auf
10◦C reduziert wird. Fu¨r NADH besta¨tigt dies Ergebnisse von Scott et al., denen zu
Folge die Fluoreszenz von NADH einem dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozess unterliegt
[19]. Mit steigender Temperatur kommt es zu mehr Sto¨ßen zwischen (c)NADH mit den
umgebenden Moleku¨len. Der Lo¨schprozess wird effizienter und die Quantenausbeute sowie
die Lebensdauer nehmen ab. Anhand der Tatsache, dass sich die Quantenausbeute und
die mittlere Fluoreszenzlebensdauer von NADH und cNADH gleich mit der Temperatur
verhalten, ko¨nnte man spekulieren, dass cNADH den selben Fluoreszenzlo¨schprozessen
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unterliegt, wie NADH. Auf der anderen Seite ist die Quantenausbeute von cNADH ho¨her
als von NADH, was eher als Indiz gegen diese Spekulation gewertet werden kann. Im
folgenden Kapitel soll der Ursache fu¨r die Existenz der beiden Lebensdauern auf den
Grund gegangen werden.
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5 Modelle zur Erkla¨rung der 2 Fluoreszenzlebensdauern
von freiem (c)NADH
In Kapitel 4 wurde gezeigt, dass der Zerfall des angeregten Zustandes von NADH
und cNADH durch eine biexponentielle Funktion beschrieben werden muss, d.h. dass
NADH und cNADH zwei Fluoreszenzlebensdauern haben, die jeweils miteinander
u¨bereinstimmen. Daru¨ber hinaus wissen wir, dass NADH und cNADH einem
dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozess unterliegen, d.h. die Quantenausbeute und
die Fluoreszenzlebensdauern verhalten sich gleich mit der Temperatura¨nderung (Abb.
4.7).
Im folgenden Kapitel soll die Frage nach dem Ursprung der beiden
Fluoreszenzlebensdauern behandelt werden. Zu Beginn soll dabei die Frage beantwortet
werden, wie ein einfaches Modell zur Erkla¨rung zweier Lebensdauern aussehen mu¨sste. Ein
mo¨gliches Modell ist in Abbildung 5.1 dargestellt: Nach Anregung aus dem Grundzustand
Abbildung 5.1: Schematische Darstellung eines Modells zur Erkla¨rung zweier
Lebensdauern.
(A) in den angeregten Zustand A* relaxiert der angeregte Zustand in zwei Zusta¨nde (A’*
und B’*). A’* und B’* emittieren mit der Rate kr = 1/τ1 = 1/hν
′ und k′r = 1/τ2 = 1/hν ′′.
knr und k
′
nr sind die Raten der strahlungslosen U¨berga¨nge von A’* und B’* in den
Grundzustand. Stellt man die Differentialgleichung eines solchen Systems auf und lo¨st
diese z.B. fu¨r die Randbedingung, dass die beiden Zusta¨nde A’* und B’* zum Zeitpunkt
t=0 gleich stark bevo¨lkert sind ([A’*(0)]=[B’*(0)]=A0) und unter der Annahme von
verdu¨nnten Lo¨sungen, d.h. die Fluoreszenzintensita¨t I ist proportional zur Summe
der Population der beiden angeregten Zusta¨nde I ∝ A′∗ + B′∗, so erha¨lt man einen
biexponentiellen Zerfall der Fluoreszenzintensita¨t
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I ∝ A′∗ +B′∗ = A0(e−t/τ1 + e−t/τ2) (5.4)




nr). Entscheidend fu¨r die zwei Lebensdauern
in diesem Modell ist die Existenz eines zweiten angeregten Zustandes B’*. Die Frage, die
sich nun stellt ist: Was ko¨nnte der Zustand B’* sein? Diese Frage zu beantworten ist Ziel
des folgenden Kapitels. Es wurden verschiedene Modelle aufgestellt die hier zur U¨bersicht
kurz erla¨utert und in den folgenden Abschnitten tiefergehend erkla¨rt und u¨berpru¨ft werden
sollen:
1. Isomeriemodell
• 2 Isomere: cisoid und transoid.
• Im Grundzustand transoid.
• B* entspricht cisoider Isomerie.
• Cisoide und transoide Form haben
unterschiedliche Lebensdauern.
• Lebensdauer cisoid vs. transoid.
2. Protonierung/Deprotonierung
• Protonierte und deprotonierte Form.
• B* ist protonierte Form des Moleku¨ls.
• U¨berpru¨fung pH-Abha¨ngigkeit.
• U¨berpru¨fung Messung in aprotischem
Lo¨sungsmittel.
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3. Spektralmodell
• 2 angeregte Zusta¨nde A* und B*.
• B* unterscheidet sich energetisch von
A*.
• ν  ν ′
• Spektrale Abha¨ngigkeit der




• 2 Zusta¨nde A* und B*.
• Der U¨bergang B’* in den
Grundzustand ist strahlungslos.
• Durch Sto¨ße von z.B. O2 mit B* kommt
es zur strahlungslosen Abregung.
• Lebensdauer in sauerstofffreiem vs.
sauerstoffhaltigem Puffer.
5. Konformationsmodell
• Geklappte und offene Konformation.
• B* ist geklappte Konformation.
• U¨berpru¨fung offene Konformation:
(c)NMNH
• U¨berpru¨fung geklappte Konformation:
Anregung Adenin + Energietransfer.
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5.1 Isomeriemodell
Eine Mo¨glichkeit zur Erkla¨rung von zwei Lebensdauern wa¨re die Existenz von zwei
isomeren Zusta¨nden. Der Dihydronikotinamid-Rest kann in zwei isomeren Formen als
cis-Dihydronikotinamid und als trans-Dihydronikotinamid vorliegen. In wa¨ssriger Lo¨sung
liegt – NMR Studien zu Folge – das Dihydronikotinamid im Grundzustand in der
transoiden Form vor [31]. Abbildung 5.2 illustriert diesen Prozess:
Abbildung 5.2: Schematische Darstellung des Isomeriemodells zur Erkla¨rung der
zwei Fluoreszenzlebensdauern
Das Dihydronikotinamid in der transoiden Form wird durch die Absorption eines
Photons der Energie E = hν angeregt. Nach Relaxation (grauer Pfeil) in das niedrigste
Vibrationsniveau des angeregten Zustandes ko¨nnte das Dihydronikotinamid in transoider
oder in cisoider Form vorliegen. Die transoide Form geht unter Emission eines Photons der
Energie E = hν ′ in den transoiden Grundzustand u¨ber. Die cisoide Form geht ebenfalls
unter Emission eines Photons der Energie E = hν ′′ sowie unter Drehung der Amidgruppe
in den transoiden Grundzustand u¨ber.
Das Modell kann u¨berpru¨ft werden, indem man die Fluoreszenzlebensdauer
von Dihydronikotinamid (hier abgeku¨rzt durch
”
Dihydro“) mit einer analogen
Modellverbindung (MV) vergleicht, welche nur als cisoide Verbindung vorkommt.
Die chemischen Strukturen der beiden Verbindungen sind im Grundlagen und Methoden
Teil (vgl. Kapitel 2.1) dargestellt.
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(a) Extinktionsspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.3: Vergleich Extinktionsspektrum und Emissionsspektrum Dihydro
vs. (c)NADH: Das Absorptionsmaximum von Dihydro liegt bei 357(1)nm und hat
erwartungsgema¨ß nur ein Maximum. Die Form des Emissionsspektrums stimmt bei
Dihydro mit dem von cNADH u¨berein
Sollte das Modell richtig sein, so mu¨sste das Dihydronikotinamid zwei Lebensdauern
aufweisen, welche identisch mit den Lebensdauern von (c)NADH sind. Der Zerfall
des angeregten Zustandes der cisoiden Modellverbindung sollte dagegen durch eine
monoexponentielle Fitfunktion beschreibbar sein, dessen Lebensdauer einer der beiden
Lebensdauern von (c)NADH entspricht.
5.1.1 Dihydronikotinamid
Abbildung 5.3 vergleicht das Extinktionsspektrum und das Fluoreszenzspektrum von
Dihydro mit denen von (c)NADH. Abbildung 5.3 (a) zeigt, dass das Absorptionsmaximum
von Dihydro bei 357(1)nm liegt mit einem im Vergleich zu (c)NADH leicht erho¨hten
Extinktionskoeffizienten von  =7,0(1)mM-1cm-1. Erwartungsgema¨ß hat das Dihydro
keine Absorptionsbande bei 260nm, da das Moleku¨l keinen Adenin-Rest hat.
In Abbildung 5.3 (b) ist die auf das jeweilige Emissionsmaximum normierte
Fluorenzintensita¨t gegen die Wellenla¨nge aufgetragen. Das Emissionsspektrum von
Dihydro stimmt mit dem von cNADH u¨berein. Das Emissionsspektrum von NADH
zeigt im Vergleich zu dem von cNADH und Dihydro eine leichte Abweichung im
Wellenla¨ngenbereich zwischen 400-450nm. Die Lage des Emissionsmaximums von
Dihydro stimmt innerhalb der Fehlergrenzen mit der von (c)NADH u¨berein und liegt
bei 466(3)nm. Die Quantenausbeute des Dihydro ist mit Q =0,013(1) niedriger als die
Quantenausbeute von NADH und cNADH.
Betrachten wir als na¨chstes die Fluoreszenzlebensdauer des Dihydro: Die
Fluoreszenzabklingkurve (Abbildung 5.4) kann u¨berraschenderweise durch eine
monoexponentielle Funktion beschrieben werden. Die Fluoreszenzlebensdauer von
Dihydro betra¨gt τ =0,037(2)ns. Die zusa¨tzliche Auswertung mit Hilfe der Maximum
Entropie Methode besta¨tigte die Existenz von nur einer Lebensdauer (τ=0,034(4)ns) fu¨r
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Abbildung 5.4: Fluoreszenzabklingkurve von Dichlorbenzyldihydronikotin-
amid: Dihydro hat nur eine Fluoreszenzlebensdauer. Fitparameter:τ =0,37(2)ns;
A =27800(300)Cnts; BkgrDec =41(1)Cnts; BkgrDec =44(1)Cnts; ShiftIRF =0,021(1)ns
Dihydro. Dieser Sachverhalt an sich deutet schon darauf hin, dass die Substitution des
Adenosindiphosphatrestes durch den Dichlorbenzylrest einen entscheidenden Einfluss hat.
Daher kommt dem Vergleich von Dihydro mit einem mo¨glichst a¨hnlichem aber cisoidem
System, d.h. der cisoiden Modellverbindung MV (Abb. 2.4), eine wesentliche Bedeutung
zu.
5.1.2 Cisoide Modellverbindung
Die cisoide Modellverbindung (MV) sollte nach dem Isomeriemodell nur eine Lebensdauer
haben, die einer der beiden Lebensdauern von (c)NADH entsprechen sollte.
Abbildung 5.5 vergleicht das, auf das jeweilige Absorbanzmaximum normierte,
Absorbanzspektrum und das Emissionsspektrum von MV mit Dihydro. Das
Absorbanzmaximum von MV liegt bei 337(1)nm, ist also im Vergleich zum
Absorbanzmaximum von Dihydro 20nm blau verschoben.
Abbildung 5.5 (b) zeigt, dass auf das jeweilige Emissionsmaximum normierte
Emissionsspektrum von MV im Vergleich zu Dihydro. Sowohl die Lage des
Emissionsmaximums bei 428(4)nm, als auch die Form des Spektrums stimmen nicht mit
dem von Dihydro und damit auch nicht mit dem von (c)NADH u¨berein.
MV hat analog zu Dihydro nur eine Lebensdauer τ = 0, 40(1)ns, die innerhalb der
Fehlergrenzen mit der von Dihydro, aber ebenfalls nicht mit einer der beiden Lebensdauern
von (c)NADH u¨bereinstimmt.
Das Isomeriemodell, sprich die Erkla¨rung der zwei Fluoreszenzlebensdauern durch
zwei verschiedene Isomere, wird folglich durch die Tatsache widerlegt, dass
Dichlorbenzyldihydronikotinamid nur eine und keine zwei Fluoreszenzlebensdauern
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(a) Absorbanzspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.5: Vergleich normiertes Absorbanz- und Emissionsspektrum MV vs.
Dihydro: Das Absorptionsmaximum der cisoiden Modellverbindung liegt bei 337(1)nm.
Weder die Lage noch die Form des Emissionsspektrums stimmen mit dem von Dihydro
bzw. (c)NADH u¨berein.
aufweist. Der Widerspruch erha¨rtet sich zudem durch den Fakt, dass die eine Lebensdauer
der cisoiden Modellverbindung nicht mit einer der Lebensdauern von (c)NADH, dafu¨r
aber innerhalb der Fehlergrenzen mit der von Dihydro u¨bereinstimmt. Dies bedeutet im
Umkehrschluss, sollte es im angeregten Zustand zwei isomere Zusta¨nde geben, ha¨tten diese
zufa¨llig im Rahmen der Messgenauigkeit dieselbe Fluoreszenzlebensdauer.
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5.2 Protonierung und Deprotonierung
Ein protonierter und deprotonierter Zustand ko¨nnte ebenfalls die Existenz von zwei
Zusta¨nden und damit von zwei Fluoreszenzlebensdauern erkla¨ren. Abbildung 5.6 stellt
schematisch ein mo¨gliches Modell fu¨r diesen Prozess dar:
Abbildung 5.6: Protonierung/Deprotonierung: Modell zur Erkla¨rung der zwei
Fluoreszenzlebensdauern
In protischem Lo¨sungsmittel bildet der Sauerstoff an der Carbonylgruppe der
Amidgruppe des Dihydronikotinamids eine Wasserstoffbru¨cke mit einem Wasserstoff in
seiner Umgebung aus (z.B. mit H2O, in diesem Fall wu¨rde der Rest ”
R“ fu¨r ein
Wasserstoffmoleku¨l stehen)[83]. Das Dihydronikotinamid wird durch Absorption eines
Photons der Energie E = hν angeregt (roter Pfeil). Das in ein ho¨heres elektronisches
Niveau angeregte Dihydronikotinamid kann in drei mo¨gliche Zusta¨nde relaxieren (grauer
Pfeil). Die Wasserstoffbru¨cke kann erhalten bleiben (1), der Sauerstoff der Amidgruppe
kann eine Bindung mit einem Wasserstoff in seiner Umgebung eingehen (2), oder die
Wasserstoffbru¨cke bricht (3). Im Fall der erhaltenen Wasserstoffbru¨cke (Fall (1)) geht
das Dihydronikotinamid entweder unter Emission der Energie E = hν ′ oder durch einen
strahlungslosen U¨bergang (gestrichelter Pfeil) in den elektronischen Grundzustand u¨ber
und relaxiert dort in das niedrigste Vibrationsniveau. Die zusa¨tzliche Mo¨glichkeit eines
strahlungslosen U¨bergangs soll der Tatsache Rechnung tragen, dass die Quantenausbeuten
von NADH und cNADH sehr niedrig sind (vgl. Abb. 4.4). Im Fall (2), d.h. wenn der
Sauerstoff eine Bindung mit dem Wasserstoff eingeht, sollte dieser angeregte Zustand
entweder strahlungslos oder durch Emission eines Photons der Energie E = hν ′′ in
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den Grundzustand u¨bergehen. Zustand 1 und 2 stehen miteinander im Gleichgewicht.
Beim dritten Fall (Wasserstoffbru¨cke gebrochen) geht der angeregte Zustand ebenfalls
entweder strahlungslos oder durch Emission eines Photons der Energie E = hν ′′′ in den
elektronischen Grundzustand u¨ber und steht ebenso mit dem Zustand 1 im Gleichgewicht.
Die 2 Lebensdauern kommen durch die Gleichgewichtsreaktion zwischen den verschiedenen
Zusta¨nden zustande. Wenn es alle drei Zusta¨nde ga¨be und die Gleichgewichtskonstanten
in derselben Gro¨ßenordnung wa¨ren, ließe sich mit diesem Modell bis zu 3 Lebensdauern
beschreiben.
Das Protonierungsmodell kann durch drei Experimente u¨berpru¨ft werden:
1. Zuerst muss u¨berpru¨ft werden, ob Protonierung u¨berhaupt einen Einfluss auf die
Geschwindigkeitskonstanten der Gleichgewichtsreaktionen nehmen kann. Dies kann
man mit Hilfe eines Isotopeneffektes nachweisen, d.h. durch das Ersetzen von
Trispuffer mit deuterierten Trispuffer. Aufgrund der ho¨heren Masse des Deuteriums
gegenu¨ber Wasser sollte es zu einer Verlangsamung der Fluoreszenzlo¨schprozesse
(aufgrund einer Verkleinerung der Stoßrate) und damit zu einer Verla¨ngerung der
Fluoreszenzlebensdauer kommen.
2. Zustand 1 und Zustand 2 stehen daru¨ber hinaus miteinander im Gleichgewicht.
Dieses Gleichgewicht ist abha¨ngig vom pH-Wert. Folglich sollte sich eine A¨nderung
des pH-Werts auf die Amplitude der beiden Lebensdauern auswirken.
3. Daru¨ber hinaus gibt es bei der Messung in aprotischem (keine H-Donoren)
Lo¨sungsmitteln wie Dimethylsulfoxid (DMSO) nur den Zustand 3. (c)NADH sollte
in aprotischem Lo¨sungsmittel dementsprechend nur eine Fluoreszenzlebensdauer
haben.
5.2.1 Isotopeneffekt
Zu Beginn muss der Nachweis geliefert werden, dass Protonierung u¨berhaupt einen Einfluss
auf die Lebensdauern haben kann. Dies geschieht, indem man die Lebensdauern von
Trispuffer mit denen von deuteriertem Trispuffer vergleicht. Die Lebensdauer sollte sich
demnach verla¨ngern, da es – aufgrund der ho¨heren Masse des Deuteriums gegenu¨ber
Wasser – zu einer Reduzierung der Stoßrate mit (c)NADH durch Deuterierung, kommen
mu¨sste.
Abbildung 5.7 (a) vergleicht die auf den Dihydronikotinamid-Peak normierte Absorbanz
versus der Wellenla¨nge von NADH und cNADH in deuteriertem Trispuffer. Die Maxima
liegen bei 339(1)nm fu¨r NADH und 359(1)nm fu¨r cNADH. Die Absorbanzmaxima in D2O
stimmen mit denen in H2O u¨berein. Auch die Lage des Emissionsmaximums (464(2)nm)
fu¨r (c)NADH stimmt in D2O mit dem in H2O u¨berein (Abb. 5.7 (b)). Allerdings kommt
es in deuteriertem Trispuffer jeweils zu einem Anstieg der Quantenausbeute um ungefa¨hr
einen Faktor 1,5, so dass die Quantenausbeute von NADH in D2O Q =0,024(3) und
von cNADH in D2O Q =0,033(2) betra¨gt. In deuteriertem Puffer verla¨ngern sich sowohl
bei NADH als auch bei cNADH die einzelnen Lebensdauern τ1 und τ2 und die mittlere
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(a) Absorbanzspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.7: Vergleich Extinktionsspektrum und Emissionsspektrum
(c)NADH in D2O: Die Lage der Absorptionsmaxima und des Emissionsmaximums von
(c)NADH sind unabha¨ngig von der Deuterierung. Allerdings steigt die Quantenausbeute
ungefa¨hr um den Faktor 1,5 an.
intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer τav um ungefa¨hr den Faktor 1,5
(vgl. Abb. 5.8). Die mittlere Fluoreszenzlebensdauer in D2O betra¨gt fu¨r NADH
τav =0,73(2)ns und fu¨r cNADH τav =0,90(2)ns. Die Fluoreszenzlebensdauer a¨ndert
sich mit dem Wechsel des Lo¨sungsmittels und verha¨lt sich, wie auch bei H2O, analog
zur Quantenausbeute. Der Fluoreszenzlo¨schprozess ist damit auch in deuteriertem
Lo¨sungsmittel dynamisch. Die Verla¨ngerung der Fluoreszenzlebensdauer und der Anstieg
der Quantenausbeute in deuteriertem Puffer im Vergleich zu nicht-deuteriertem Puffer
belegt, dass Protonen/Deuteronen einen Einfluss auf die Fluoreszenzlo¨schprozesse, bzw.
-Lebensdauern haben.
(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.8: Vergleich Lebensdauern D2O vs. H2O: Die einzelnen sowie die mittlere
Lebensdauer verla¨ngert sich in D2O im Vergleich zu H2O um den Faktor 1,5.
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(a) Lebensdauer (b) Amplitude und Intensita¨t der la¨ngerlebigen
Komponente
Abbildung 5.9: Vergleich der Lebensdauern und Amplituden von NADH in
Abha¨ngigkeit des pH Wertes: Der pH Wert hat weder Einfluss auf die Amplitude
noch auf die Werte der einzelnen Fluoreszenzlebensdauern.
5.2.2 pH Abha¨ngigkeit
Die rechte Seite des Modells in Abb. 5.6 la¨sst sich durch die pH-abha¨ngige Verschiebung
des Gleichgewichts u¨berpru¨fen. Durch A¨nderung des pH-Wertes sollte sich der Anteil der
Zusta¨nde 1 und 2 verschieben, d.h. die Amplituden und der Intensita¨tsanteil der einzelnen
Lebensdauern sollten sich a¨ndern.
Abbildung 5.9 (a) zeigt die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern von NADH und die
mittlere intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer in Abha¨ngigkeit des pH-Wertes. Der
Vergleich zwischen pH 7,5 und pH 8,5 zeigt, dass der pH-Wert keinen Einfluss auf die
Lebensdauern hat. Dies gilt auch fu¨r die Amplitude und den Anteil der Einzelintensita¨ten
der einzelnen Lebensdauern an der Gesamtintensita¨t. Da keine pH-Abha¨ngigkeit der
Lebensdauern, Amplituden und Intensita¨tsverteilungen festgestellt werden konnte, kann
der rechte Teil des Protonierungsmodells nicht zur Erkla¨rung der beiden Lebensdauern
herangezogen werden.
Die Messungen konnten nicht mit cNADH durchgefu¨hrt werden, da cNADH in wa¨ssriger
Lo¨sung unterhalb eines pH-Wertes von pH 8,5 instabil ist.
5.2.3 Aprotisches Lo¨sungsmittel
Die linke Seite des Modells (vgl. Abb. 5.6) kann durch Experimente in aprotischem
Lo¨sungsmittel u¨berpru¨ft werden. Da in aprotischem Lo¨sungsmittel (d.h. das Lo¨sungsmittel
ist kein H-Donor) nur der Zustand 3 vorkommen sollte ko¨nnten zwei Dinge
passieren: Wenn der U¨bergang strahlunglos verla¨uft, du¨rfte keine Fluoreszenz und keine
Fluoreszenzlebensdauer beobachtbar sein. Im Falle der Emission eines Photons beim
U¨bergang in den Grundzustand sollte maximal eine Lebensdauer detektiert werden
ko¨nnen.
Abbildung 5.10 (a) vergleicht die auf die jeweiligen Maxima normierte Absorbanz von
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(a) Absorbanzspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.10: Vergleich Absorbanzspektrum und Emissionsspektrum
(c)NADH in DMSO: Die Absorbanz des Dihydronikotinamids von (c)NADH ist
in DMSO im Vergleich zu H2O blau verschoben. Die Lage der Emissionsmaxima stimmt
innerhalb der Fehlergrenzen miteinander u¨berein. Das Emissionsspektrum in DMSO ist
im Vergleich zu H2O blau verschoben.
NADH mit cNADH in DSMO. Das Absorbanzmaximum von NADH liegt bei 334(1)nm
und ist im Vergleich zum Absorbanzmaximum in Wasser (340(1)nm) blau verschoben. Das
Absorbanzmaximum von cNADH in DMSO liegt bei 351(1)nm und ist im Vergleich zum
Absorbanzmaximum in H2O (360(1)nm) ebenfalls blau verschoben.
Die Lage der Emissionsmaxima von NADH und cNADH in DMSO stimmt innerhalb der
Fehlergrenzen miteinander u¨berein und liegen bei 432(5)nm fu¨r NADH und bei 439(5)nm
fu¨r cNADH. Insgesamt ist die Lage des Emissionsmaximums in DMSO im Vergleich zu H2O
ebenfalls blau verschoben. Der Stokesshift wird in DMSO im Vergleich zu H2O geringer.
Die Quantenausbeuten steigen in DMSO im Vergleich zu H2O um ungefa¨hr einen Faktor
2,4(2) an (vgl. Abbildung 5.10 (b)). Folglich scheinen Protonen am Fluoreszenzlo¨schprozess
beteiligt zu sein, weswegen in aprotischem Lo¨sungmittel die Quantenausbeute ansteigt.
Abbildung 5.11 vergleicht die beiden einzelnen Lebensdauern τ1 und τ2 und die mittlere
intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer von (c)NADH in DMSO mit denen in
H2O. Die Fluoreszenzlebensdauer τ1 stimmt in DMSO mit der Lebensdauer τ2 in
H2O innerhalb der Fehlergrenzen u¨berein. Sowohl die mittlere τav als auch die zweite
Fluoreszenzlebensdauer τ2 verla¨ngern sich.
Die mittlere Fluoreszenzlebensdauer von NADH betra¨gt τav =1,49(8)ns und fu¨r cNADH
τav =1,40(3)ns. In DMSO stimmen, im Gegensatz zu den protischen Lo¨sungsmitteln, die
mittlere Fluoreszenzlebensdauer von NADH und cNADH innerhalb der Fehlergrenzen
miteinander u¨berein. Die Auswertung u¨ber die Maximum Entropie Methode ergab
ebenfalls zwei Fluoreszenzlebensdauern fu¨r NADH (τ1=0,31(3)ns und τ2=1,4(1)ns)
und cNADH (τ1=0,31(3)ns und τ2=1,6(1)ns), welche innerhalb der Fehlergrenzen
mit den Ergebnissen der Fits u¨bereinstimmen. Die Quantenausbeuten von NADH
und cNADH stimmen allerdings nicht miteinander u¨berein. Quantenausbeute und
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(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.11: Vergleich Lebensdauern DMSO vs. H2O: τ1 stimmt in DMSO
innerhalb der Fehlergrenzen mit τ1 in H2O u¨berein. Die zweite Lebensdauer sowie die
mittlere Lebensdauer verla¨ngern sich in DMSO im Vergleich zu H2O
Fluoreszenzlebensdauer verhalten sich unterschiedlich.
Im Vergleich zu H2O zeigt das Emissionsspektrum in DMSO ein Plateau, so dass
man den Eindruck gewinnen ko¨nnte, das Emissionsspektrum wu¨rde sich aus zwei
Spektren zusammensetzen. Messungen der Fluoreszenzlebensdauern mit unterschiedlichen
Emissionsfiltern im Detektionsstrahlengang (427/10, 513/17 und Langpassfilter ab 390nm)
zeigten weder einen Unterschied in den Lebensdauern noch einen spektralen Einfluss der
Amplituden- und Intensita¨tsanteile (Abb 5.12).
Zusammenfassend wurde auch das Protonierungs/Deprotonierungsmodell in der in
Abbildung 5.6 vorgestellten Form widerlegt. Zwar konnten Experimente mit deuteriertem
Puffer und in aprotischem Lo¨sungsmittel zeigen, dass Protonierung/Deprotonierung einen
Einfluss auf die Fluoreszenzlebensdauer haben, allerdings konnte keine
(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.12: Spektrale Abha¨ngigkeit der Lebensdauern von (c)NADH in
DMSO: Sowohl die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern τ1 und τ2, als auch die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer von (c)NADH sind in DMSO spektral unabha¨ngig.
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pH Abha¨ngigkeit der Amplituden, Intensita¨tsverteilung und der Lebensdauern
nachgewiesen werden, wodurch der Protonierungsteil des Modells widerlegt wurde.
Fu¨r die Richtigkeit des deprotonierten Teils des Modells ha¨tte maximal eine
Fluoreszenzlebensdauer in aprotischem Lo¨sungsmittel detektiert werden du¨rfen. Die zwei
Lebensdauern in DMSO konnten daru¨ber hinaus auch durch die MEM-Auswertung
verifiziert werden.
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5.3 Spektralmodell
Nachdem gezeigt werden konnte, dass weder eine zweite isomere (cisoide) Konformation
noch die protonierte Form des Moleku¨ls die zwei Lebensdauern von NADH und
cNADH erkla¨ren bzw. den Zustand B* repra¨sentieren ko¨nnen, soll im Folgenden ein
verallgemeinertes Modell der zwei angeregten Zusta¨nde betrachtet werden. Dies soll
zusa¨tzlich Informationen u¨ber die Energiedifferenzen zwischen den beiden angeregten
Zusta¨nden A* und B* im Vergleich zum Grundzustand liefern. In Abbildung 5.13 befindet
Abbildung 5.13: Spektralmodell: Schematische Erkla¨rung der zwei Lebensdauern u¨ber
2 verschiedene U¨berga¨nge.
sich das Moleku¨l zu Anfang im Grundzustand A und wird durch Absorption eines Photons
der Energie E = hν angeregt (A*). A* relaxiert in das niedrigste Vibrationsniveau des
angeregten Zustandes (grauer Pfeil), wobei dieser Zustand sowohl A’*, als auch B’*
sein kann. A’* geht durch Emission eines Photons der Energie E = hν ′ in ein ho¨heres
Vibrationsniveau des Grundzustandes A u¨ber. B’* emittiert ein Photon der Energie
E = hν ′′ beim U¨bergang in den Grundzustand A.
In diesem Abschnitt soll der Fall betrachtet werden, dass ν ′  ν ist, d.h. dass
die Emissionsspektren von A*’→A und B*’→A nicht zufa¨lligerweise gleich sind.
Um diese These u¨berpru¨fen zu ko¨nnen, mu¨ssen die Lebensdauern von (c)NADH in
verschiedenen spektralen Bereichen gemessen werden. Dies wird erreicht, indem in
den Detektionsstrahlengang des Fluoreszenzlebensdauerspektrometers unterschiedliche
Detektionsfilter eingebaut werden:
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Abbildung 5.14: Verwendete Filter zur Untersuchung der spektralen
Abha¨ngigkeit der Fluoreszenzlebensdauer
Abbildung 5.14 zeigt, dass auf das Intensita¨tsmaximum von NADH normierte
Emissionsspektrum von NADH in Abha¨ngigkeit der Wellenla¨nge. Die Lage der
verwendeten Bandpassfilter am rot verschobenen und am eher blauen Teil des
Emissionsspektrums ist ebenfalls dargestellt.
Abbildung 5.15 zeigt die beiden einzelnen Fluoreszenzlebensdauern von (c)NADH τ1
und τ2, sowie die mittlere Fluoreszenzlebensdauer in Abha¨ngigkeit der verwendeten
Detektionsfilter. Sowohl die einzelnen, als auch die mittleren Fluoreszenzlebensdauern
stimmen innerhalb der Fehlergrenzen miteinander u¨berein.
(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.15: Vergleich der spektralen Abha¨ngigkeit der
Fluoreszenzlebensdauern von (c)NADH: Sowohl die einzelnen
Fluoreszenzlebensdauern τ1 und τ2, als auch die mittlere Fluoreszenzlebensdauer
von (c)NADH sind spektral unabha¨ngig. Folglich handelt es sich bei (c)NADH nur um
eine fluoreszierende Spezies.
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Die Tatsache, dass die mittleren Fluoreszenzlebensdauern des Langpass Filters mit denen
der schmalbandigen Filter u¨bereinstimmen illustriert, dass die Amplituden und die
Intensita¨tsverteilung der beiden Lebensdauern in diesem Spektralbereich unabha¨ngig vom
gewa¨hlten spektralen Detektionsbereich sind. Da die Lebensdauern spektral unabha¨ngig
sind, fluoresziert (c)NADH entweder nur aus einem Zustand, d.h. es gibt jeweils nur eine
fluoreszierende Spezies, oder aber die Energieniveaus A* und B* unterschieden sich nur
sehr geringfu¨gig.
Im Folgenden sollen Modelle u¨berpru¨ft werden, bei denen es entweder nur eine
fluoreszierende Spezies gibt, oder aber die Lage der Energieniveaus A* und B* sich nur
sehr geringfu¨gig voneinander unterscheiden.
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5.4 Gleichgewichtsmodell
In Abschnitt 5.3 konnte gezeigt werden, dass es entweder nur eine fluoreszierende
Spezies gibt oder, dass die beiden angeregten Zusta¨nde sich energetisch nur geringfu¨gig
unterschieden. Ersteres soll im folgenden Abschnitt in Form eines Gleichgewichtsmodells
untersucht werden. Das Gleichgewichtsmodell ist in Abbildung 5.16 dargestellt. Nach
Abbildung 5.16: Schematische Darstellung des Gleichgewichtsmodells.
Anregung aus dem Grundzustand (A) in den angeregten Zustand A* relaxiert der
angeregte Zustand in zwei Zusta¨nde (A’* und B’*), die miteinander im Gleichgewicht
stehen. Nur einer der beiden Zusta¨nde emittiert mit der Rate kr = 1/τ = 1/hν
′. knr und
k′nr sind die Raten der strahlungslosen U¨berga¨nge von A’* und B’* in den Grundzustand.
Stellt man die Differentialgleichung eines solchen Systems auf und lo¨st diese z.B. fu¨r
die Randbedingung, dass die beiden Zusta¨nde A’* und B’* zum Zeitpunkt t=0 gleich
stark bevo¨lkert sind ([A’*(0)]=[B’*(0)]=A0), so erha¨lt man eine biexponentielle Funktion
(vollsta¨ndiger Ausdruck siehe Anhang), wobei die beiden Lebensdauern τ1 und τ2 von den
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I ∝ A′∗ = (fe−t/τ1 + fe−t/τ2)A0
2m
(5.7)
Die Fluoreszenzintensita¨t kann in verdu¨nnten Lo¨sungen als proportional zur Konzentration
der Moleku¨le im angeregten Zustand A’* angesehen werden.
Mit dem Vorwissen aus Kapitel 4, dass NADH und cNADH dynamisch gelo¨scht werden,
muss es sich auch beim strahlungslosen U¨bergang von B’* in den Grundzustand A um
einen dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozess handeln.
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(a) Extinktionsspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.17: Vergleich Extinktionsspektrum und Emissionsspektrum NADH
in sauerstofffreiem und sauerstoffhaltigem Puffer: Sauerstoff scheint weder einen
signifikanten Einfluss auf das Absorptions-, noch auf das Emissionsspektrum zu haben.
In Zusammenhang mit dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozessen, ist die
Fluoreszenzlo¨schung durch Sto¨ße z.B. mit molekularem Sauerstoff ein ha¨ufig auftretendes
Pha¨nomen. Der genau dahinterstehende Fluoreszenzlo¨schprozess ist noch unklar.
Ho¨chstwahrscheinlich lo¨scht molekularer Sauerstoff jedoch durch intersystem crossing
[84]. Dabei geht man davon aus, dass die Fluoreszenz reduziert wird, indem das angeregte
Singulett Moleku¨l durch den Zusammenstoß mit dem Triplett Sauerstoff Moleku¨l in
den angeregten Triplettzustand u¨bergeht, anstatt u¨ber die Emission eines Photons
in den Singulettgrundzustand u¨berzugehen. Der Beitrag der Phosphoreszenz in der
Fluoreszenzspektroskopie wird in der Regel vernachla¨ssigt, da Triplettzusta¨nde zum
Einen bezu¨glich des strahlenden Zerfalls (Phosphoreszenz) deutlich langlebiger als
Singulettzusta¨nde sind (im Bereich von µs im Vergleich zu ns) und zum Anderen auch
der Triplettzustand strahlungslos abgeregt werden kann. [33]
Im Rahmen des Gleichgewichtsmodells muss die Fluoreszenz von B’* vollsta¨ndig
durch Sto¨ße mit molekularem Sauerstoff gelo¨scht werden. Um den Einfluss von
molekularem Sauerstoff auf die spektroskopischen Eigenschaften von (c)NADH zu
u¨berpru¨fen, wurden Messungen in sauerstoffhaltigem- und in sauerstofffreiem Puffer
miteinander verglichen. Der Sauerstoffgehalt der nicht-entgasten Probe betrug 0,28mM.
Der Sauerstoffgehalt der entgasten Probe wurde mittels einer Kontrolllo¨sung, welche
Pyrogallol in Natriumhydroxid (NaOH) enthielt, u¨berpru¨ft. Sobald in NaOH gelo¨stes
Pyrogallol mit Sauerstoff in Beru¨hrung kommt, a¨ndert sich die Absorbanz bei 420nm.
Die vorher transparente Flu¨ssigkeit wird braun. Die Absorbanza¨nderung la¨sst sich mittels
UV-Vis Spektroskopie u¨berpru¨fen und quantifizieren. [85] Der Sauerstoffgehalt bei der
”
sauerstofffreien“ Probe betrug maximal (siehe Abschnitt 2.8) 0,018(8)mM.
Abbildung 5.17 und 5.18 vergleichen den Einfluss des Absorptionsspektrums und
des Emissionsspektrums von cNADH und NADH in sauerstoffhaltigem- gegenu¨ber
sauerstofffreiem Puffer. Das Absorptionsmaximum von NADH in sauerstofffreiem
65
5 Modelle zur Erkla¨rung der 2 Fluoreszenzlebensdauern von freiem (c)NADH
(a) Extinktionsspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.18: Vergleich Extinktionsspektrum und Emissionsspektrum
cNADH in sauerstofffreiem und sauerstoffhaltigem Puffer: Sauerstoff scheint
weder einen Einfluss auf das Absorptions-, noch auf das Emissionsspektrum zu haben.
Puffer liegt bei 338(1)nm und stimmt damit innerhalb der Fehlergrenzen mit dem
Absorptionsmaximum von NADH in sauerstoffhaltigem Puffer u¨berein. Dasselbe gilt fu¨r
das Absorptionsmaximum des Dihydronikotinamids von cNADH:
Dieses liegt bei 359(1)nm und stimmt innerhalb der Fehlergrenzen auch mit dem in
sauerstoffhaltigem Puffer u¨berein. Sauerstoff hat daru¨ber hinaus weder einen signifikanten
Einfluss auf die Lage des Emissionsmaximums von (c)NADH bei 463(2)nm, noch auf
die Quantenausbeute. Diese betra¨gt fu¨r NADH in sauerstofffreiem Puffer Q =0,016(2)
und stimmt mit der in sauerstoffhaltigem Puffer u¨berein. Die Quantenausbeute
von cNADH in sauerstofffreiem Puffer betra¨gt Q =0,022(1) und stimmt innerhalb der
Fehlergrenzen mit der Quantenausbeute von cNADH in sauerstoffhaltigem Puffer u¨berein.
(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.19: Vergleich Einfluss O2 auf die Fluoreszenzlebensdauern von
(c)NADH: Sowohl die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern τ1 und τ2, als auch die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer von (c)NADH sind unabha¨ngig von molekularem Sauerstoff.
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Folglich scheint molekularer Sauerstoff weder einen signifikanten Einfluss auf die
Absorptionseigenschaften noch auf das Emissionsspektrum von NADH und cNADH zu
haben.
Abbildung 5.19 vergleicht die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern τ1 und τ2, sowie
die mittlere Fluoreszenzlebensdauer τav von (c)NADH in sauerstoffhaltigem
und sauerstofffreiem Puffer. Sowohl die beiden einzelnen, als auch die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer in sauerstofffreiem Puffer stimmen mit denen in sauerstoffhaltigem
Puffer innerhalb der Fehlergrenzen u¨berein. Somit scheint molekularer Sauerstoff keinen
signifikanten Einfluss auf die Fluoreszenzlebensdauern von (c)NADH zu haben.
Die Lo¨schung der Fluoreszenz durch molekularen Sauerstoff verku¨rzt keine der
beiden Fluoreszenzlebensdauern und kann dadurch auch nicht die Existenz von 2
Fluoreszenzlebensdauern im Rahmen des Gleichgewichtsmodells erkla¨ren.
Das Gleichgewichtsmodell ist damit nicht widerlegt, allerdings scheint ein anderer
Prozess als Sto¨ße durch molekularen Sauerstoff fu¨r die strahlungslose Abregung von B’*
verantwortlich zu sein.
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5.5 Konformationsmodell
Eine in der Literatur ha¨ufig diskutierte Hypothese zur Erkla¨rung der zwei Lebensdauern
ist das sogenannte
”
Konformationsmodell“ [18]. NADH soll demnach in einer offenen
Konformation und in einer geklappten Konformation vorliegen, wobei sich bei der
geklappten Konformation der Adeninrest und der Dihydronikotinamidteil u¨berlagern. Die
Existenz dieser beiden Konformationen konnte durch NMR-Studien [86, 87] und u¨ber
Fluoreszenzspektroskopie [42, 88, 89] nachgewiesen werden. Im Zusammenhang mit dem
Konformationsmodell geht man davon aus, dass die Fluoreszenz des NADHs durch den
Adeninrest gelo¨scht wird, vermutlich durch die Bildung eines Charge-Transfer Komplexes
[33].
Abbildung 5.20: Vergleich der gefalteten und offenen Konformation von NADH [88].
Das Konformationsmodell wird in dem folgenden Abschnitt durch 3 Experimente
u¨berpru¨ft:
1. Erstens wird der Einfluss des Adenins auf die Fluoreszenzlebensdauer von
NADH u¨berpru¨ft, indem Dihydronikotinamidmononukleotid (NMNH) und carba
Dihydronikotinamidmononukleotid cNMNH spektroskopisch untersucht werden.
Diese besitzen im Gegensatz zu (c)NADH keinen Adenosinmonophosphatrest
(Strukturen vgl. Kapitel 2.1). Sollte der Adeninrest am Fluoreszenzlo¨schprozess
beteiligt sein, sollte (c)NMNH nur eine Lebensdauer aufweisen. Nach dem
Konformationsmodell entsprechen die spektroskopischen Eigenschaften von
(c)NMNH denen der offenen Konformation von (c)NADH.
2. Zweitens wird die geklappte Konformation untersucht, indem man den Adeninrest
von (c)NADH bei 260nm anregt. Das Maximum der Fluoreszenz von Adenin in
wa¨ssriger Lo¨sung bei Raumtemperatur liegt bei 321nm mit einer Quantenausbeute
von Q =2,6·10−4 [90, 91]. Zwischen dem Adenin- und dem Dihydronikotinamidrest
kommt es aber alternativ zur Emission eines Photons um λ=321nm zu
einem resonanten Energietransfer (RET) wenn die beiden nur wenige A˚ngstrom
voneinander entfernt sind [19, 88]. Durch Anregung des (c)NADHs bei 260nm und
der Detektion im Bereich zwischen 400 und 600nm kann somit selektiv die geklappte
Konformation von (c)NADH untersucht werden.
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3. Zum Schluss wird (c)NADH in Methanol spektroskopisch analysiert, da Methanol
die geklappte Konformation
”
denaturieren“ soll, d.h. in Methanol liegt (c)NADH
hauptsa¨chlich in der offenen Konformation vor [92, 93].
5.5.1 Spektroskopischer Vergleich (c)NADH mit (c)NMNH
In Abbildung 5.21 (a) ist der Extinktionskoeffizent gegen die Wellenla¨nge von (c)NMNH
und (c)NADH aufgetragen. Wie zu erwarten hat (c)NMNH kein Absorptionsmaximum
bei 260nm, da (c)NMNH keinen Adeninrest aufweist. Das Absorptionsmaximum von
NMNH liegt bei 338(1)nm und stimmt innerhalb der Fehlergrenzen mit dem von NADH
u¨berein. Der Extinktionskoeffizient ist im Vergleich zu NADH leicht erho¨ht und betra¨gt
 =7,0(1)mM-1cm-1. Das Absorptionsmaximum von cNMNH ist im Vergleich zu dem von
NMNH 20nm rot verschoben und liegt bei 358(1)nm. Die spektrale Verschiebung zwischen
NADH und cNADH bleibt bei NMNH und cNMNH erhalten. Der Extinktionskoeffizient
von cNMNH stimmt mit dem von NMNH u¨berein.
(a) Extinktionsspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.21: Vergleich Extinktionsspektrum und Emissionsspektrum
(c)NADH und (c)NMNH Trispuffer pH 8.5 bei 20◦C: Die spektrale Verschiebung
in der Absorption zwischen cNADH und NADH bleibt bei cNMNH und NMNH erhalten.
Die Lage des Emissionsmaximums stimmt bei (c)NADH und (c)NMNH u¨berein.
Vergleicht man die Emissionsspektren von (c)NADH und (c)NMNH, so stimmt die
Lage der Emissionsmaxima innerhalb der Fehlergrenzen miteinander u¨berein. Gleichzeitig
stimmen die auf das jeweilige Emissionsmaximum normierte Emissionsspektren von NADH
und NMNH, sowie von cNADH und cNMNH im Wesentlichen miteinander u¨berein (Abb.
5.21 (b)). Die Quantenausbeute von NMNH ist niedriger als von NADH und betra¨gt
Q =0,011(1). Im Gegensatz zu den Quantenausbeuten von NADH und cNADH stimmen
die Quantenausbeute von NMNH und cNMNH (Q =0,012(2)) innerhalb der Fehlergrenzen
u¨berein. Die spektroskopischen Gemeinsamkeiten und Unterschiede zwischen NADH und
cNADH bleiben somit mit Ausnahme der Quantenausbeute bei NMNH und cNMNH
erhalten.
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(a) NMNH vs. NADH (b) cNMNH vs. cNADH
Abbildung 5.22: Vergleich Fluoreszenzlebensdauern (c)NMNH mit (c)NADH:
NMNH hat zwei Lebensdauern, wa¨hrend cNMNH nur eine Fluoreszenzlebensdauer hat.
Abbildung 5.22 vergleicht die einzelnen Lebensdauern und die mittlere
intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer von (c)NADH mit denen von (c)NMNH. Die
Zerfallskurve des angeregten Zustandes la¨sst sich bei NMNH durch eine biexponentielle
Fitfunktion beschreiben: τ1 =0,24(2)ns, τ2 =0,54(3)ns und τav =0,31(2)ns. Aus Abbildung
5.22 (a) wird ersichtlich, dass weder die einzelnen noch die mittlere Fluoreszenzlebensdauer
von NMNH mit denen von NADH u¨bereinstimmt. Die Lebensdauern von NMNH sind
tendenziell kleiner als die von NADH.
cNMNH hat im Gegensatz zu cNADH nur eine Fluoreszenzlebensdauer, die innerhalb
der Fehlergrenzen mit τ1 von cNADH u¨bereinstimmt (Abb. 5.22 (b)). Die zusa¨tzliche
Auswertung der Rohdaten mit der Maximum Entropie Methode ergab ebenso zwei
Lebensdauern fu¨r NMNH (τ1=0,19(3)ns und τ2=0,43(4)ns) und nur eine Lebensdauer fu¨r
cNMNH (τ=0,27(2)ns).
Wenden wir dieses Ergebnis auf das Konformationsmodell an, so ergibt sich folgendes Bild:
Wa¨re Adenin, wie im Modell beschrieben, fu¨r die Fluoreszenzlo¨schung verantwortlich, so
du¨rften die Moleku¨le ohne Adenin nur eine Lebensdauer aufweisen. Dies ist fu¨r cNMNH
der Fall, aber fu¨r NMNH nicht. Folglich scheinen NADH und cNADH nicht wie vorher
angenommen vollsta¨ndig demselben Fluoreszenzlo¨schprozess zu unterliegen. Diese These
wird auch durch die Unterschiede im Emissionsspektrum von NADH und NMNH im
Vergleich zu cNADH und cNMNH im Wellenla¨ngenbereich unterhalb von 450nm gestu¨tzt.
5.5.2 Untersuchung der geklappten Konformation durch Anregung bei
260nm
Wie bereits im oberen Abschnitt erla¨utert, kann NADH in einer geklappten Konformation
vorkommen, in der sich der Adenin- und der Dihydronikotinamid Rest sehr nahe kommen.
Der Einfluss dieser
”
geklappten“ Konformation auf den Fluoreszenzlo¨schprozess
kann untersucht werden, indem (c)NADH bei 260nm - sprich nur der Adeninrest -
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angeregt wird. In der geklappten Konformation findet ein Energietransfer zwischen
Adenin und Dihydronikotinamid statt [19, 88]. Somit kann man, unter der Annahme,
dass kein Energietransfer zwischen dem Adenin- und dem Dihydronikotinamidrest
bei der offenen Konformation stattfindet, selektiv die fluoreszenzspektroskopischen
Eigenschaften der geklappten Konformation von (c)NADH durch Anregung bei
260nm untersuchen. Abbildung 5.23 vergleicht die auf das Maximum der Intensita¨t
Abbildung 5.23: Vergleich der Emissionsspektren von NADH und cNADH bei
Anregung mit 260nm und 350nm.
normierte Emissionsspektren von (c)NADH bei Anregung mit 260nm und mit
350nm. Der zweite Peak (gestrichelte Linie) bei den Spektren mit 260nm Anregung
ist auf das Maximum der 2. Ordnung des Gitters des verwendeten Spektrometers
zuru¨ckzufu¨hren. Die Emissionsspektren von (c)NADH sind unabha¨ngig von der gewa¨hlten
Anregungswellenla¨nge. Unter der Annahme, dass bei der offenen Konformation keine
Kopplung zwischen Adenin und Dihydronikotinamid besteht, bedeutet das, dass
die geklappte Konformation innerhalb der Detektionsgenauigkeit dasselbe Spektrum
wie die offene Konformation hat. Die Transfereffizienz vom Adeninrest auf den
Dihydronikotinamidrest kann bestimmt werden, indem das Verha¨ltnis zwischen der
Quantenausbeute bei 260nm (nur die geklappte Konformation wird angeregt) mit der
Quantenausbeute bei 350nm (beide Konformationen werden angeregt) gebildet wird,
wobei die Quantenausbeute bei 260nm, um den Einfluss des Dihydronikotinamids
bei 260nm korrigiert wird (vgl. Kapitel 2.3.2). Die Transfereffizienz vom Adenin- auf
den Dihydronikotinamidrest betra¨gt bei cNADH 71(7)% und stimmt innerhalb der
Fehlergrenzen mit der von NADH u¨berein (67(6)%).
Im folgenden Schritt wird die Fluoreszenzlebensdauer der geklappten Konformation
untersucht: Die Fluoreszenzabklingkurve von NADH ist bei Anregung mit 260nm
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(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.24: Vergleich der Lebensdauern bei 260nm und 370nm
Anregung: Bei NADH hat die gewa¨hlte Anregungswellenla¨nge keinen Einfluss auf die
Fluoreszenzlebensdauern. Bei cNADH wird die Fluoreszenzabklingkurve bei Anregung
mit 260nm monoexponentiell. Die Lebensdauer stimmt mit der la¨ngeren Lebensdauer von
cNADH (370nm) u¨berein.
biexponentiell (Abb. 5.24 (a)). Die geklappte Konformation hat 2 Lebensdauern, die
mit den Lebensdauern von NADH bei 370nm Anregung (beide Konformationen werden
angeregt) u¨bereinstimmen. Bei NADH hat die gewa¨hlte Anregungswellenla¨nge somit
keinen Einfluss auf die Lebensdauer. Die Auswertung mit MEM ergab ebenfalls zwei
Lebensdauern (τ1=0,27(3)ns und τ2=0,54(6)ns).
cNADH zeigt dagegen ein anderes Verhalten. Die Fluoreszenzabklingkurve kann bei
Anregung mit 260nm mit einer monoexponentiellen Fitfunktion beschrieben werden.
Die Lebensdauer von cNADH bei 260nm Anregung entspricht dabei innerhalb der
Fehlergrenzen der la¨ngeren Lebensdauer τ2 von cNADH bei Anregung mit 370nm.
Somit entspricht die la¨ngere Fluoreszenzlebensdauer von cNADH τ2 der Lebensdauer
der geklappten Konformation. Dies wird wiederum durch Auswertung mit der Maximum
Entropie Methode besta¨tigt (τ=0,61(5)ns).
Fasst man die bis hierhin erzielten Ergebnisse zusammen, so ist der Einfluss des Adenins
bzw. der geklappten Konformation bei NADH anders als bei cNADH. Sowohl die offene
(NMNH) als auch die geklappte Konformation (NADH bei 260nm Anregung) zeigten
bei NADH jeweils 2 Lebensdauern, wa¨hrend die beiden Lebensdauern von cNADH
durch eine offene Konformation (Lebensdauer cNMNH entspricht τ1 von cNADH bei
370nm Anregung) und eine geklappte Version (Lebensdauer von cNADH bei 260nm
Anregung entspricht τ2 von cNADH bei 370nm Anregung) erkla¨rt werden ko¨nnen.
Beide Konformationen haben dasselbe Fluoreszenzspektrum, was in Einklang mit der
geforderten spektralen Unabha¨ngigkeit der Lebensdauern steht (vgl. Abschnitt 5.3).
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(a) Extinktionsspektrum (b) Emissionsspektrum
Abbildung 5.25: Vergleich Extinktionsspektrum und Emissionsspektrum
(c)NADH und (c)NMNH in Methanol: Die Lage der Absorptionsmaxima und des
Emissionsmaximums von (c)NADH und (c)NMNH ist in MeOH im Vergleich zu Messungen
in H2O blau verschoben.
5.5.3 Messung von (c)NADH und (c)NMNH in Methanol
Um das Konformationsmodell noch weiter zu u¨berpru¨fen wurden die spektroskopischen
Eigenschaften von (c)NADH und (c)NMNH in Methanol (MeOH) bestimmt. Messungen
von NADH in MeOH sollen NMR und fluoreszenzspektroskopischen Messungen zu Folge
die geklappte Konformation von NADH denaturieren bzw. o¨ffnen. Der Energietransfer
zwischen Adenin und Dihydronikotinamid wird unterbunden [88, 92, 93].
Abbildung 5.25 (a) vergleicht das auf die maximale Absorbanz der
Dihydronikotinamidbande normierte Absorbanzspektrum von (c)NADH und (c)NMNH
in MeOH. Die Lage der Fluoreszenzmaxima (vgl. Abbildung 5.25 (b)) stimmen fu¨r NADH
und NMNH und fu¨r cNADH und cNMNH u¨berein. Sie sind allerdings im Vergleich zu den
Messungen in H2O blau verschoben. Die Quantenausbeuten erho¨hen sich im Vergleich zu
Messungen in H2O und betragen fu¨r NADH Q =0,023(2), fu¨r cNADH Q =0,034(2), fu¨r
NMNH Q =0,025(2) und fu¨r cNMNH Q =0,027(2). Die Quantenausbeuten erho¨hen sich
fu¨r (c)NMNH in MeOH im Vergleich zu H2O sta¨rker als fu¨r (c)NADH.
Abbildung 5.26 vergleicht die Fluoreszenzlebensdauern von (c)NADH in MeOH mit den
Fluoreszenzlebensdauern in H2O bei Anregung mit 260nm und 370nm. Bei Anregung
mit 370nm verhalten sich NADH und cNADH gleich. Die Lebensdauern verla¨ngern sich
und verhalten sich analog zu den Quantenausbeuten. NADH und cNADH haben in
MeOH jeweils zwei Fluoreszenzlebensdauern. Unter der Annahme, dass (c)NADH in
MeOH nur in der offenen Konformation vorliege, ha¨tte (c)NADH nur eine Lebensdauer
haben du¨rfen. Hier liegt ein Widerspruch im Bild der Konformationshypothese zu
den Literaturangaben vor. Bei Anregung mit 260nm verla¨ngert sich die Lebensdauer
von NADH in MeOH ebenfalls. Die Fluoreszenzabklingkurve bleibt biexponentiell.
Die Fluoreszenzabklingkurve von cNADH bei 260nm Anregungswellenla¨nge wird in
MeOH biexponentiell. Die Messungen in H2O ergaben dagegen nur eine Lebensdauer.
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(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 5.26: Vergleich der Lebensdauer von (c)NADH in MeOH zu H2O bei
260nm und 370nm Anregung: Die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern von (c)NADH
sowie die mittlere Fluoreszenzlebensdauer verla¨ngert sich in MeOH im Vergleich zu
H2O. Die Fluoreszenzabklingkurve von cNADH bei 260nm Anregung wird in MeOH
biexponentiell.
Dies ist auch ho¨chst u¨berraschend, ha¨tte man doch erwartet, dass die Fluoreszenz der
geklappten Konformation in MeOH vollkommen verschwindet, bzw. monoexponentiell
bleibt. Die zusa¨tzliche Auswertung der Rohdaten bei 260nm Anregung mit der Maximum
Entropie Methode ergaben ebenfalls je zwei Lebensdauern fu¨r NADH (τ1=0,61(5)ns und
τ2=1,7(2)ns) und cNADH (τ1=0,67(5)ns und τ2=1,4(1)ns). Betrachtet man zusa¨tzlich
die Effizienz des Energietransfers vom Adenin- auf den Dihydronikotinamidrest so
betra¨gt er fu¨r NADH 14(4)% und fu¨r cNADH 16(3)%. Der Energietransfer ist folglich
erwartungsgema¨ß in MeOH sehr viel geringer als in H2O.
Die Ergebnisse bei 370nm Anregung ließen sich durch die These erkla¨ren, dass MeOH
die geklappte Konformation nur zum Teil o¨ffnet, so dass in MeOH beide Konformationen
vorhanden sind, wobei die offenen Konformation die dominantere ist. Diese Hypothese
wird durch die Tatsache gestu¨tzt, dass der Intensita¨tsanteil und der Anteil der Amplitude
der la¨ngeren Fluoreszenzlebensdauer (der geklappten Konformation) in MeOH kleiner
sind, als in H2O.
Somit konnte fu¨r NADH das Konformationsmodell in dieser Form nicht besta¨tigt werden.
NMNH hat zwei Lebensdauern, die innerhalb der Fehlergrenzen nicht mit denen von
NADH u¨bereinstimmen. NADH hat bei 260nm ebenfalls zwei Lebensdauern, die innerhalb
der Fehlergrenzen mit denen von NADH bei 370nm Anregung u¨bereinstimmen. Fu¨r
das Konformationsmodell bedeutet das, dass sowohl die offene als auch die geklappte
Konformation jeweils zwei Lebensdauern ha¨tten, sprich, dass die Fluoreszenzabklingkurve
von NADH bei 370nm Anregung in H2O (beide Konformationen) durch 4 Lebensdauern
beschrieben werden mu¨sste.
Dagegen konnte fu¨r cNADH das Konformationsmodell in H2O unter Beru¨cksichtigung
zweier Annahmen besta¨tigt werden. Erstens darf bei der offenen Konformation
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kein Energietransfer zwischen Adenin und Dihydronikotinamid stattfinden und Zweitens
unterliegt NADH einem anderen Fluoreszenzlo¨schprozess als cNADH. Treffen diese beiden
Annahmen zu, so kann die kurze Fluoreszenzlebensdauer von cNADH in H2O durch die
offene Konformation (Lebensdauer cNMNH) und die lange Fluoreszenzlebensdauer durch
die geklappte Konformation erkla¨rt werden (Lebensdauer cNADH bei 260nm Anregung).
5.6 Zusammenfassung
Diese Zusammenfassung dient dazu einen kurzen U¨berblick u¨ber die in Kapitel 5
aufgestellten und u¨berpru¨ften Modelle zur Erkla¨rung der zwei Fluoreszenzlebensdauern
von (c)NADH zu verschaffen:
• Das Isomeriemodell (cisoide und transoide Stellung der Amidgruppe
am Dihydronikotinamid) konnte widerlegt werden, da transoides
Dichlorbenzyldihydronikotinamid zwei anstatt eine Lebensdauer hat und die
eine Lebensdauer der cisoiden Modellverbindung nicht mit einer der beiden
Lebensdauern von (c)NADH u¨bereinstimmt.
• Protonierung/Deprotonierung hat zwar einen Einfluss auf die
Fluoreszenzlebensdauer von (c)NADH, allerdings konnte das
Protonierungs-/Deprotonierungsmodell in dieser Form nicht besta¨tigt werden.
Weder zeigten die Lebensdauern eine Abha¨ngigkeit vom pH-Wert noch hatte
(c)NADH in aprotischem Lo¨sungsmittel nur eine Lebensdauer.
• Die Erkla¨rung der zwei Fluoreszenzlebensdauern u¨ber zwei angeregte Zusta¨nde,
wobei ν  ν ′ gilt, konnte aufgrund der spektralen Unabha¨ngigkeit der Lebensdauern
nicht besta¨tigt werden. Folglich gibt es entweder nur eine fluoreszierende Spezies
(B’* wird strahlungslos abgeregt) oder die Energiedifferenz zwischen den angeregten
Zusta¨nden A’* und B’* und dem Grundzustand unterscheidet sich nur geringfu¨gig.
• Molekularer Sauerstoff hat keinen signifikanten Einfluss auf die
Fluoreszenzlebensdauern von NADH. Diese Tatsache widerlegt das aufgestellte
Gleichgewichtsmodell nicht, allerdings scheint ein anderer dynamischer Lo¨schprozess
fu¨r die strahlungslose Abregung von B*’ verantwortlich zu sein.
• Das Konformationsmodell stimmt fu¨r NADH nicht, da die Fluoreszenzabklingkurve
sowohl fu¨r NMNH (offene Konformation) als auch fu¨r NADH bei einer
Anregungswellenla¨nge von 260nm (geklappte Konformation) biexponentiell ist.
Wenn beide Konfirmationen durch Anregung mit 370nm angeregt werden, mu¨sste
NADH in H2O vier Lebensdauern aufweisen.
• Dagegen konnte unter verschiedenen Annahmen das Konformationsmodell fu¨r
cNADH in H2O besta¨tigt werden. Die kurze Lebensdauer des cNADHs kann durch
die offene- und die lange Lebensdauer durch die geklappte Konformation erkla¨rt
werden. Allerdings la¨sst die Tatsache, dass cNADH einem anderen Lo¨schprozess
unterliegt als NADH und dass das geklappte cNADH in MeOH 2 Lebensdauern hat,
doch noch Zweifel an der Richtigkeit des Modells aufkommen.
75

6 Anwendungsmo¨glichkeiten von Fluoreszenzlebensdauermessungen von (c)NADH
6 Anwendungsmo¨glichkeiten von Fluoreszenzlebensdauer
-messungen von (c)NADH
In den vorherigen Kapiteln wurden die spektroskopischen Eigenschaften von freiem
NADH und cNADH untersucht. Aus der Literatur ist bekannt, dass sich die
Fluoreszenzeigenschaften von NADH a¨ndern, wenn NADH an ein Enzym gebunden
ist [94–96]. Im folgenden Kapitel werden die Fluoreszenzeigenschaften von gebundenem
(c)NADH untersucht. Es wird gezeigt, dass der Unterschied in der Fluoreszenzintensita¨t
und Fluoreszenzlebensdauer von freiem und gebundenem (c)NADH die Mo¨glichkeit
bietet, Bindungskonstanten von Enzymen an (c)NADH zu bestimmen. Daru¨ber hinaus
wird erla¨utert, dass die Messung der Fluoreszenzlebensdauer von NADH nicht nur zur
Bestimmung des Blutzuckerspiegels benutzt, sondern auch als zusa¨tzliche Kontrollinstanz
in einem diagnostischen Messprozess zur U¨berpru¨fung der Aktivita¨t von Enzymen
Verwendung finden kann.
6.1 Fluoreszenzeigenschaften von freiem und gebundenem NADH
Die Fluoreszenzeigenschaften zeigen eine starke Abha¨ngigkeit davon, ob NADH frei oder
an ein Enzym gebunden vorliegt [94–96]. In Abbildung 6.1 werden das Emissionsspektrum
und die Quantenausbeute von freiem und an das Enzym Glucosedehydrogenase (GlucDH)
gebundenem NADH miteinander verglichen. Die Lage des Emissionsmaximums bei
gebundenem NADH liegt bei 455(1)nm und ist damit im Vergleich zu freiem NADH leicht
blau verschoben. Dieser Trend ist in U¨bereinstimmung mit Literaturangaben. [95, 97]
Gleichzeitig erho¨ht sich bei gebundenem NADH die Quantenausbeute um ungefa¨hr einen
Faktor 7 auf Q = 0, 10(1).
Analog zur Quantenausbeute verla¨ngert sich die Fluoreszenzlebensdauer von NADH, wenn
dieses an eine Enzym gebunden ist (Abbildung 6.2) um einen Faktor 7 auf τgeb =2,9(1)ns.
Ist NADH (1kDa) an GlucDH (ca. 1000kDa) gebunden, so ist die allgemeine Vorstellung,
dass der Dihydronikotinamid-Rest in der Bindungstasche des Enzyms besser vor inter- und
intramolekularen Fluoreszenzlo¨schprozessen geschu¨tzt ist [33]. Dies motiviert die ho¨here
Quantenausbeute und Lebensdauer des gebundenen NADHs.
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Abbildung 6.1: Vergleich des Emissionsspektrums von freiem und gebundenem NADH: Das
Emissionsmaximum von gebundenem NADH ist blau verschoben und die Quantenausbeute
steigt ca. um den Faktor 7 an.(Bildquelle: analog zu Ref. [32])
Abbildung 6.2: Vergleich Fluoreszenzabklingkurve von freiem- (blau) und gebundenem
NADH (gru¨n): Die Fluoreszenzlebensdauer von gebundenem NADH ist ca. um den Faktor
7 ho¨her und betra¨gt 2,9(1)ns.(Bildquelle: analog zu [32])
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6.2 Bestimmung der Bindungskonstante
Die Bestimmung der Bindungs- bzw. Dissoziationskonstante u¨ber die Messung der
Fluoreszenzintensita¨t ist bereits bekannt [27–29]. In diesem Abschnitt soll eine neue
Methode zur Bestimmung der Bindungs- bzw. Dissoziationskonstante vorgestellt werden
und mit der Intensita¨tsmessung verglichen werden. Das Grundkonzept besteht darin, dass
sich die Fluoreszenzeigenschaften von gebundenem und freiem NADH a¨ndern und somit
u¨ber die Fluoreszenz eine quantitative Aussagen getroffen werden kann, wie hoch die
Konzentration des gebundenen NADHs im Vergleich zu freiem NADH ist.
6.2.1 Bestimmung u¨ber die Messung der Fluoreszenzintensita¨t
Die Bindungskonstante von Enzymen an NADH kann u¨ber die Fluoreszenzintensita¨t
bestimmt werden, indem zu einer konstant gehaltenen Menge an NADH verschiedene
Konzentrationen GlucDH titriert werden. Abbildung 6.3 zeigt exemplarisch die
Fluoreszenzintensita¨t in Abha¨ngigkeit von der Enzymkonzentration bei verschiedenen
Temperaturen.
Abbildung 6.3: Bestimmung der Bindungskonstante von NADH an GlucDH in
Phosphatpuffer u¨ber die Fluoreszenzintensita¨t. Die NADH Konzentration wurde konstant
bei 23µM gehalten, wa¨hrend GlucDH bis zu einem 100fachen U¨berschuss hinzu titriert
wurde.
Bei einer sehr geringen Enzymkonzentration im Vergleich zur Konzentration an NADH
(23µM) liegen der Großteil der NADH Moleku¨le frei vor und damit entspricht die
Fluoreszenzintensita¨t zu Beginn der Messung der von freiem NADH. Mit zunehmender
Enzymkonzentration nimmt die Konzentration des gebunden vorliegenden NADHs zu
und somit kommt es zu einem starken Anstieg der Fluoreszenzintensita¨t. Ab einer
gewissen Konzentration liegen praktisch alle NADH Moleku¨le gebunden vor. Die
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Die Bindungskonstante bestimmt man nach Ref. [29], indem man an die so erhaltenen
Kurven die Funktion 6.1 anpasst (Herleitung der Gleichung siehe Anhang), wobei
Imin der Intensita¨t von freiem und Imax der Intensita¨t von gebundenem NADH
entspricht. KB steht fu¨r die Bindungskonstante und [GlucDH] fu¨r die Konzentration an
Glucosedehydrogenase. Die u¨ber die Fluoreszenzintensita¨t aus Gleichung 6.1 bestimmte
Bindungskonstante von NADH in 0,1M Phosphatpuffer bei pH 7 und 20◦C betra¨gt
KB =0,048(6)µM
-1. Die Dissoziationskonstante KD erha¨lt man durch Bildung des
Kehrwertes der Bindungskonstante.
6.2.2 Bestimmung u¨ber die Messung der Fluoreszenzlebensdauer
Im folgenden Abschnitt soll eine neue Methode zu Bestimmung der Bindungskonstante
eines Enzyms (GlucDH) an ein Fluorophor ((c)NADH) vorgestellt werden:
Die Bestimmung der Bindungskonstante eines Enzyms u¨ber die Messung der
Fluoreszenzlebensdauer.
In Abschnitt 6.1 wurde erla¨utert, dass nicht nur die Fluoreszenzintensita¨t, sondern auch
die Fluoreszenzlebensdauer davon abha¨ngt, ob NADH gebunden oder frei vorliegt.
Abbildung 6.4: Bestimmung der Bindungskonstante von NADH an GlucDH in
Phosphatpuffer u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer
Analog zur Messung der Fluoreszenzintensita¨t wird zur Bestimmung der
Bindungskonstanten u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer die Konzentration an NADH
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konstant gehalten, wa¨hrend die Konzentration an Enzym im Konzentrationsbereich von
0, 23µM bis 2, 3mM variiert wird.
Abbildung 6.4 zeigt exemplarisch die Titrationskurve fu¨r NADH in 0,1M
Phosphatpuffer bei pH 7, wobei die mittlere intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer
τav in Abha¨ngigkeit der Enzymkonzentration aufgetragen ist. Bei niedrigen
Enzymkonzentrationen liegt NADH zum Großteil frei vor. In diesem Fall entspricht
τav der mittleren Lebensdauer von freiem NADH, die bei 20
◦C τ =0,46(1)ns betra¨gt
(vgl. Kapitel 4.2). Mit zunehmender Enzymkonzentration nimmt die Konzentration
des gebundenen NADHs zu. Folglich steigt τav an, bis alle NADH Moleku¨le gebunden
vorliegen und die Kurve saturiert. Die Bindungskonstante la¨sst sich dann durch das
Anpassen einer im Vergleich zu Gleichung 6.1 leicht abgewandelten Funktion an die





τmin entspricht in diesem Fall der mittleren Fluoreszenzlebensdauer von freiem NADH
und τmax der Lebensdauer von gebundenem NADH. q ist ein zusa¨tzlicher Faktor,
der den Unterschied der Quantenausbeute zwischen gebundenem und freiem NADH
mit beru¨cksichtigt. Er berechnet sich aus dem Quotienten der Quantenausbeute von
gebundenem zu freiem NADH und betra¨gt q =7,25. KB steht wieder fu¨r die
Bindungskonstante und [GlucDH] fu¨r die Konzentration an GlucDH. Bei 20◦C betra¨gt
die u¨ber die Lebensdauer bestimmte Bindungskonstante von NADH in Phosphatpuffer
bei pH 7 KB =0,050(4)µM
-1.
Die u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer und die Fluoreszenzintensita¨t bestimmten
Bindungskonstanten fu¨r NADH an GlucDH stimmen innerhalb der Fehlergrenzen
miteinander u¨berein. Dies besta¨tigt die Mo¨glichkeit KB u¨ber die Messung der
Fluoreszenzlebensdauer zu bestimmen.
Es ist interessant zu bemerken, dass die gro¨ßte Empfindlichkeit der Messung,
d.h. der Punkt der gro¨ßten Steigung (der Wendepunkt) der Intensita¨tsmessung bei
KB=[GlucDH]
−1 und bei der Fluoreszenzlebensdauermessung bei qKB=[GlucDH]
−1
auftritt. Da q > 1 ist, ist die Empfindlichkeit der Messung bereits bei geringeren
Konzentrationen an GlucDH maximal.
Um die Bindungskonstante von NADH an GlucDH mit der von cNADH an GlucDH
zu vergleichen, werden die Messungen in 0,1M Tris Puffer mit 0,2M NaCl bei pH 8,5
wiederholt. Der Wechsel des Puffers begru¨ndet sich aus einer Degradation von cNADH
in Phosphatpuffer. Die Bindungskonstante von NADH in Trispuffer bei pH 8,5 und 0,2M
NaCl betra¨gt bei 20◦C KB =0,0096(2)µM-1. Vergleicht man die Bindungskonstante von
NADH in Phosphatpuffer mit der in Trispuffer, so erkennt man eine starke Abha¨ngigkeit
der Bindungskonstante vom pH-Wert und der Salzkonzentration.
Abbildung 6.5 vergleicht die Titrationskurven von NADH (Abb.6.5 (a)) mit der von
cNADH (Abb.6.5 (b)), wobei die Konzentration von (c)NADH konstant 23µM betrug und
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(a) NADH (b) cNADH
Abbildung 6.5: Vergleich Bindungskonstante NADH vs. cNADH in Trispuffer:
Die Bindungsaffinita¨t von NADH an GlucDH ist gro¨ßer als von cNADH an GlucDH.
Gleichzeitig zeigt die Bindungskonstante eine starke Abha¨ngigkeit vom pH-Wert und der
Salzkonzentration.
die GlucDH Konzentration im Bereich zwischen 0, 23µM bis 2, 3mM variiert wurde. Die
mittlere Lebensdauer ist wieder in Abha¨ngigkeit der GlucDH Konzentration aufgetragen.
Es fa¨llt auf, dass die mittlere Lebensdauer von cNADH nicht in Sa¨ttigung geht, sprich
in dem gewa¨hlten Konzentrationsbereich des Enzyms nicht der Großteil aller cNADH
Moleku¨le gebunden sind. Die Bindungskonstante des Enzyms an cNADH und damit
die Bindungsaffinita¨t ist fu¨r cNADH sehr viel geringer als fu¨r NADH. Aufgrund der
Kurvenform ist auch der Fehler des Fits dementsprechend hoch. Die Bindungskonstante
von cNADH an GlucDH in Trispuffer bei 20◦C betra¨gt KB=7(4 · 10−5µM-1).
Mit oben angesprochenem Argument und q=7,25 folgt zudem, dass die Bindungs- und
Dissoziationskonstante mit der Fluoreszenzintensita¨ts- und Lebensdauermessung so nicht
bestimmbar ist, da GlucDH oberhalb einer Konzentration von 2,3mM nicht mehr gelo¨st
werden konnte.
6.3 Fluoreszenzlebensdauerbasierter Glucosesensor
Die Messung der Fluoreszenzlebensdauer von gebundenem und freiem NADH kann
nicht nur zur Bestimmung von Bindungskonstanten herangezogen werden, aber kann
auch Anwendung im Bereich der Diagnostik, genauer in der Bestimmung der
Blutglucosekonzentration im Rahmen der Behandlung von Diabetikern finden. Ein solcher
Glucosesensor wurde von W. Petrich et al. vorgeschlagen [30]. Das Prinzip dahinter wurde
bereits in Abschnitt 2.5 erla¨utert und wird hier nur kurz anhand von NADH dargestellt.
Der Fokus dieses Abschnittes liegt darin, ob das Prinzip dieses Glucosesensors auch auf
cNADH u¨bertragen werden kann.
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6.3.1 Messung mit NADH
In Abbildung 6.6 wurde die mittlere intensita¨tsgewichtete Fluoreszenzlebensdauer τav
in Abha¨ngigkeit des Konzentrationsverha¨ltnisses des Enzyms GlucDH zum Coenzym
NADH bei verschiedenen Temperaturen dargestellt. Dabei wurde bei der Messung der
Fluoreszenzlebensdauer die NADH Konzentration konstant bei 23µM gehalten, wa¨hrend
die Enzymkonzentration im Bereich zwischen 0,23µM bis 23mM variiert wurde. Das
Prinzip des Glucosesensors ist wie folgt:
Abbildung 6.6: Mittlere Fluoreszenzlebensdauer von NADH vs. Konzentrationsverha¨ltnis
NADH zu GlucDH bei verschiedenen Temperaturen
Ist die NADH Konzentration sehr viel ho¨her als die GlucDH Konzentration (viel
Glucose), so ist der Großteil der NADH Moleku¨le frei und die mittlere Lebensdauer
τav entspricht der mittleren Fluoreszenzlebensdauer von freiem NADH τfrei =0,46(1)ns
(bei 20◦C). Dominiert die GlucDH Konzentration gegenu¨ber der NADH Konzentration
(wenig Glucose), so ist der Großteil der NADH Moleku¨le gebunden und folglich entspricht
τav der Lebensdauer von gebundenem NADH (τgeb =2,9(1)ns bei 20
◦C). Im Bereich
zwischen diesen zwei Extrema kommt es zu einer starken A¨nderung der mittleren
Fluoreszenzlebensdauer mit dem Konzentrationsverha¨ltnis.
Gleichzeitig kann man anhand der Abbildung 6.6 eine Temperaturabha¨ngigkeit der
mittleren Lebensdauer und damit des Sensors erkennen.
6.3.2 Messung mit cNADH
Die Messung von Abschnitt 6.3.1 wurde analog fu¨r cNADH wiederholt. Abbildung
6.7 zeigt die mittlere Fluoreszenzlebensdauer τav von cNADH in Abha¨ngigkeit des
Konzentrationsverha¨ltnisses von GlucDH und cNADH. Analog zur Messung der
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Bindungskonstante saturiert die Kurve nicht. Nicht alle cNADH Moleku¨le sind an das
GlucDH gebunden.
Ein Versuch die GlucDH Konzentration zu erho¨hen, scheiterte an der Lo¨slichkeit des
verwendeten Lyophilisats. Ein weiterer Versuch die Sa¨ttigung der Kurve zu erreichen,
bestand in der Verdu¨nnung der Konzentration des Coenzyms ((c)NADH) um den Faktor
10. Dadurch wa¨re ein Konzentrationsverha¨ltnis von u¨ber 1000 mo¨glich gewesen. Ein
Vergleich der Messung mit einer Coenzymkonzentration von 23µM und 2,3µM ist in
Abbildung 6.8 dargestellt.
Abbildung 6.7: Mittlere Fluoreszenzlebensdauer von cNADH vs. Konzentrationsverha¨ltnis
cNADH zu GlucDH bei verschiedenen Temperaturen
Die Fluoreszenzlebensdauer ha¨ngt dabei von der Konzentration des Coenzyms und nicht
allein von dem Konzentrationsverha¨ltnis ab. Die Messung wurde mit NADH durchgefu¨hrt,
da die Substratmenge an cNADH sehr beschra¨nkt war.
Um dieses Pha¨nomen erkla¨ren zu ko¨nnen, wurde eine weitere Messung durchgefu¨hrt, in der
das Konzentrationsverha¨ltnis in Trispuffer bei 20◦C konstant bei 1 belassen wurde, aber die
Einzelkonzentration von GlucDH und NADH im Bereich zwischen 2,8µM bis 90µM variiert
wurde. Anhand von Abbildung 6.8 rechts erkennt man, dass die Fluoreszenzlebensdauer
sich mit der steigender Coenzym (NADH) Konzentration erho¨ht. Die so erhaltene Kurve
kann mit Gleichung 6.2 gefittet werden, wobei die hierbei ermittelte Bindungskonstante mit
KB=0,007(3)µM
−1 innerhalb der Fehlergrenzen mit der Bindungskonstante von Abschnitt
6.2 u¨bereinstimmt.
Folglich ist die mittlere Fluoreszenzlebensdauer in U¨bereinstimmung mit dem
Massenwirkungsgesetz von der totalen GlucDH- bzw. NADH Konzentration und nicht
nur vom Konzentrationverha¨ltnis GlucDH zu NADH abha¨ngig. In dem gewa¨hlten
Konzentrationsbereich verha¨lt sich das Enzym analog zur Michaelis-Menten Kinetik.
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Abbildung 6.8: Einfluss der Coenzymkonzentration auf die Lebensdauer: links:
Lebensdauer in Abha¨ngigkeit des Konzentrationsverha¨ltnisses GlucDH zu NADH bei
verschiedenen NADH Konzentrationen. Rechts: Verdu¨nnungsreihe NADH/GlucDH bei
gleichbleibenden Konzentrationsverha¨ltnis von 1.
6.4 Messung der Aktivita¨t eines Enzyms u¨ber die Messung der
Fluoreszenzlebensdauer
Betrachten wir noch einmal na¨her die Abbildungen 6.6 und 6.7: Die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer ist gegen das Konzentrationsverha¨ltnis Enzym zu Coenzym d.h.
GlucDH zu (c)NADH aufgetragen. Streng genommen ist die Tatsache, ob (c)NADH
an das Enzym gebunden oder frei vorliegt, nicht von der Konzentration des Enzyms,
sondern von der Konzentration des aktiven Enzyms abha¨ngig. Dies bedeutet, dass man
mit Hilfe der Messung der Fluoreszenzlebensdauer die Aktivita¨t des Enzyms bestimmen
ko¨nnen mu¨sste. Um dies na¨her zu untersuchen wurden Deckgla¨ser mit Teststreifenmasse
beschichtet, welche unter anderem cNAD und das Enzym enthielt. Ein Teil dieser
”
Teststreifen“ wurde 2 und 4 Tage bei 60◦C und 80% Luftfeuchtigkeit eingelagert, um
die Aktivita¨t des Enzyms zu reduzieren. Die Aktivita¨t dieser
”
Teststreifen“ wurde u¨ber
ein herko¨mmliches Verfahren von Dr. S. Gawenda photometrisch bestimmt. Im Anschluss
wurde die Fluoreszenzlebensdauer der Teststreifen jeweils nach Benetzung mit 5µl einer
60mg/dl, einer 150mg/dl und einer 300mg/dl Glucoselo¨sung gemessen.
In Abbildung 6.9 (a) ist die Fluoreszenzlebensdauer in Abha¨ngigkeit der
Glucosekonzentration fu¨r verschiedene Aktivita¨ten des Enzyms dargestellt. Mit steigender
Glucosekonzentration sinkt die Fluoreszenzlebensdauer. Dies ist zu erwarten, da mit
steigender Glucosekonzentration mehr NADH gebildet wird und somit die Konzentration
an NADH und damit die Konzentration an freiem NADH ansteigt. Folglich muss die
Fluoreszenzlebensdauer mit steigender Glucosekonzentration abnehmen.
Zusa¨tzlich kann man erkennen, dass die Fluoreszenzlebensdauer mit sinkender Aktivita¨t
steigt. (Abb.6.9 (b)). Dieser Trend la¨sst sich dadurch erkla¨ren, dass bei einer geringeren
Aktivita¨t weniger NADH gebildet wird und folglich die Konzentration an freiem NADH
sehr gering ist.
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(a) Glucosekonzentration (b) Aktivita¨t
Abbildung 6.9: Lebensdauer vs. Glucosekonzentration und Aktivita¨t: Die
mittlere Fluoreszenzlebensdauer sinkt mit steigender Glucosekonzentration und steigt mit
sinkender Aktivita¨t des Enzyms.
6.5 Zusammenfassung
In diesem Kapitel konnte gezeigt werden, dass man durch Messung der Fluoreszenz
zwischen gebundenem und freiem NADH unterscheiden kann. Dies kann dazu
benutzt werden, Bindungskonstanten eines Enzyms (GlucDH) mit einem Fluorophor
((c)NADH) zu bestimmen. Insbesondere wurde eine neue Methode zur Bestimmung
der Bindungskonstante u¨ber die Messung der Fluoreszenzlebensdauer eingefu¨hrt und
die Ergebnisse mit einer bekannten Methode (Fluoreszenzintensita¨t) verifiziert. Daru¨ber
hinaus konnte gezeigt werden, dass NADH und cNADH u¨ber die Messung der
Fluoreszenzlebensdauer als Glucosesensor, Temperatursensor und Aktivita¨tssensor dienen
ko¨nnen. Eine herko¨mmliche Glucosebestimmung kann bei gegebener Temperatur
durch eine zusa¨tzliche Fluoreszenzlebensdauermessung lagerbedingte Aktivita¨tsverluste




Ziel dieser Arbeit war die spektroskopischen Eigenschaften des
Nikotinamidadenindinukleotid-Analogs (NAD) carba-Nikotinamidadenindinukleotid
(cNAD) zu untersuchen, welches sich durch erho¨hte Stabilita¨t auszeichnet [13]. NAD und
cNAD ko¨nnen zur Detektion von Glucose verwendet werden, wobei die Produkte der
enzymatischen Umsetzung NADH bzw. cNADH u¨ber die Messung der Absorption, der
Fluoreszenzintensita¨t und/oder der Fluoreszenzlebensdauer detektiert werden ko¨nnen
[8, 32]. Folglich ist es von großer Wichtigkeit die spektroskopischen Eigenschaften von
(c)NAD und (c)NADH im Detail zu kennen und zu verstehen.
Der Fokus dieser Arbeit lag insbesondere auf der zeitaufgelo¨sten Fluoreszenzspektroskopie.
cNADH hat zwei Fluoreszenzlebensdauern, die innerhalb der Fehlergrenzen mit denen
von NADH u¨bereinstimmen. Um der Ursache dieser beiden Lebensdauern auf den Grund
zu gehen, wurden verschiedene Modelle aufgestellt und u¨berpru¨ft. Die betrachteten
Fluoreszenzlo¨schprozesse beinhalteten Lo¨schung durch Sto¨ße, Reaktionen im angeregten
Zustand, sowie die Existenz zweier Zusta¨nde.
Gleichzeitig konnte gezeigt werden, dass sich die Fluoreszenzeigenschaften von an
ein Enzym (z.B. Glucosedehydrogenase) gebundenes (c)NADH von denen von frei
vorliegendem (c)NADH unterscheiden. Dieser Unterschied bietet die Mo¨glichkeit,
pra¨zise enzymatische Charakteristika wie die Bindungskonstante u¨ber die Messung der
Fluoreszenzlebensdauer zu bestimmen. Dabei kann insbesondere durch Kombination
zweier Messverfahren (z.B. der Absorption und der Fluoreszenzlebensdauer) die
Aktivita¨tsbestimmung als zusa¨tzliche Kontrollinstanz in diagnostische Messsysteme
integriert werden.
Im Folgenden werden zuna¨chst die spektroskopischen Eigenschaften von freiem NADH
und cNADH eingehender diskutiert und mit der Literatur verglichen. Experimentell
erzielte Ergebnisse werden mit den Ergebnissen der quantenchemischen Rechnungen
verknu¨pft und ein tiefergehendes Versta¨ndnis fu¨r die spektroskopischen Eigenschaften
von (c)NADH entwickelt. Das Kapitel schließt mit einer kritischen Betrachtung zur
Anwendung von Fluoreszenzlebensdauermessungen in der Bestimmung der Bindungs-
und Dissoziationskonstanten, sowie in der Glucosemessung.
7.1 Spektroskopische Eigenschaften von freiem NADH und cNADH
Das Absorptionsmaximum von cNAD liegt bei 260(1)nm und stimmt mit der Lage des
Absorptionsmaximums von NAD u¨berein [55]. Die Absorptionsbande ist dabei auf die
Absorptionseigenschaften des Adenins [79] und des Nikotinamids [80] zuru¨ckzufu¨hren. Der
Extinktionskoeffizient bei 260nm von cNAD stimmt ebenfalls mit dem von NAD u¨berein
( = 16, 9mM−1cm−1) [55]. Im Rahmen der hier vorgestellten Untersuchungen konnte
erstmalig der Extinktionskoeffizient von reinem cNAD bestimmt werden. Der Unterschied
zum Literaturwert (cNAD = 15, 4mM
−1cm−1) ist in der Tat darauf zuru¨ckzufu¨hren, dass





pseudo cNAD“8, enthielt, bestimmten [15].
Durch die Reduzierung von (c)NAD zu (c)NADH entsteht ein weiteres
Absorptionsmaxium. Dieses liegt fu¨r NADH bei 340(1)nm [55] und fu¨r cNADH bei
360nm in U¨bereinstimmung mit Literaturangaben. [15] Der Extinktionskoeffizient von
cNADH bei 360nm stimmt mit dem Extinktionskoeffizienten von NADH bei 340(1)nm
[55] u¨berein und betra¨gt cNADH = 6, 2(2)mM
−1cm−1. Slama et al. haben einen um
den Faktor 2 geringeren Extinktionskoeffizienten fu¨r ein cNADH-pseudo-cNAD Gemisch
bestimmt [15]. Der Unterschied im Extinktionskoeffizient la¨sst sich dadurch erkla¨ren, dass
pseudo-cNAD kein Coenzym der in Ref. [15] verwendeten Alkoholdehydrogenase (ADH)
ist, d.h. pseudo cNAD kann nicht durch ADH zu pseudo-cNADH reduziert werden. [15]
Damit hat pseudo cNAD keinen Anteil an der Absorptionsbande bei 360nm, wodurch
der niedrigere Extinktionskoeffizient erkla¨rt werden kann. Daru¨ber hinaus konnte der
Extinktionskoeffizient von cNADH durch eine zusa¨tzliche Messung, der Reduzierung von
purem cNAD mit ADH, besta¨tigt werden (siehe Anhang).
Erwartungsgema¨ß sind weder die Absorptionseigenschaften von (c)NAD noch von
(c)NADH von der Temperatur im Bereich zwischen 5◦C und 40◦C abha¨ngig.
Betrachtet man den Unterschied der Absorptionseigenschaften von NADH und cNADH
in Bezug auf einen mo¨glichen zuku¨nftigen Glucosesensor, so hat die spektrale
Rotverschiebung des Absorptionsmaximums von cNADH den Vorteil, dass die
Verfu¨gbarkeit von Leuchtdioden mit einer Zentralpeakwellenla¨nge bei 360nm gro¨ßer
ist als bei 340nm (fu¨r NADH). Gleichzeitig ha¨tte ein niedrigerer Extinktionskoeffizient
bei cNADH zu einem schwa¨cheren Absorptions- und Fluoreszenzsignal gefu¨hrt, so dass
der Nachweis des identischen Extinktionskoeffizienten eine erfreuliche Nachricht fu¨r die
Glucosesensorik ist.
Im Gegensatz zu den Absorptionsmaxima stimmt die Lage des Fluoreszenzmaximums von
cNADH innerhalb der Fehlergrenzen mit dem von NADH u¨berein und liegt bei 464(2)nm.
Die Literaturangaben der Lage des Fluoreszenzmaximums von NADH variieren zwischen
470nm und 440nm. [17, 19, 24, 94] Analog zu den Absorptionseigenschaften ist dies
das erste Mal, dass die Fluoreszenzeigenschaften von praktisch reinem cNADH (≥98%)
bestimmt wurden. Die leichte Abweichung zum Wert von Slama et al. (456nm) kann unter
Umsta¨nden darauf zuru¨ckzufu¨hren sein, dass sich in der von Slama et al. bestimmten
Lo¨sung zusa¨tzlich das Enzym ADH befand [15]. Bindet cNADH an das Enzym so mu¨sste
dies zu einer leichten Blauverschiebung der Lage des Fluoreszenzmaximums fu¨hren, wie
schon fu¨r NADH bei Bindung an ein Enzym berichtet [95–97].
Die Quantenausbeute von cNADH ist ho¨her als von NADH und betra¨gt bei 20◦C
Q=0,024(2). Die in der vorliegenden Arbeit bestimmte Quantenausbeute von NADH
(Q = 0, 016(1)) stimmt nicht mit dem in Ref. [19] bestimmten Literaturwert
u¨berein. Dieser Unterschied kann sich dadurch erkla¨ren lassen, dass Scott et al. als
Referenzquantenausbeute von Quinine Hemisulfat nicht den ha¨ufig zitierten Wert von
8 Die Nomenklatur
”




Q = 0, 055 [33, 35], sondern Q = 0, 070 [19] verwendet haben.
Die ho¨here Quantenausbeute von cNADH im Vergleich zu NADH und damit das ho¨here
Fluoreszenzsignal von cNADH fu¨hren zu einem besseren Signal-zu-Rauschen-Verha¨ltnis
und verbessern folglich die Pra¨zision eines auf Fluoreszenzmessung basierten
Glucosesensors.
Zusammenfassend fu¨hrt die Ersetzung des Sauerstoffs an der Ribose von NADH
durch eine Methylengruppe zu einer Verschiebung in der Absorption um 20nm,
allerdings bleibt die Lage des Fluoreszenzmaximums von der A¨nderung der
chemischen Struktur unberu¨hrt. Zum besseren Versta¨ndnis dieser spektroskopischen
Eigenschaften wurden quantenchemische Rechnungen an NADH und cNADH
mittels zeitabha¨ngiger Dichtefunktionaltheorie (TDDFT, CAM-B3LYP/cc-pVDZ)
durchgefu¨hrt. Rechnungen in der Gasphase bei idealisierten 0K ergaben eine
Verschiebung der Absorption um ∆E=0,161eV bzw. ∆λ=15,7nm. Die Anregung
vom S0 in den S1 entspricht einem HOMO-LUMO U¨bergang
9. Diese Anregung
liegt nur auf dem Dihydronikotinamidnukleotid-Rest des Moleku¨ls und entspricht
in U¨bereinstimmung mit der Literatur einer pipi∗ Anregung [31]. Eine U¨berpru¨fung,
ob die spektroskopischen Unterschiede von cNADH und NADH auch durch eine
Modellverbindung, welche nur aus dem Dihydronikotinamid-Rest und der Ribose
aufgebaut ist (Dihydronikotinamidmononukleosid, NMNH’), beschrieben werden kann,
wurde besta¨tigt. Die Energiedifferenz zwischen NMNH’ und cNMNH’ betrug ∆E=0,155eV
bzw. ∆λ=15,1nm. Der U¨bergang vom S0 in den S1 ist analog zu den Rechnungen von
NADH und cNADH erwartungsgema¨ß ein HOMO-LUMO U¨bergang.
Zur Ursachenfindung der spektralen Verschiebung wurden die effektiven Atomladungen
von NMNH’ und cNMNH’ u¨ber die Mulliken Ladungen bestimmt. Durch Ersetzung
des Sauerstoffs durch eine Methylengruppe bei cNADH kommt es zu einer
Ladungsverschiebung am Cyclopentanring (des vera¨nderten Zuckers). Der Sauerstoff
des NMNH’ ist negativ geladen, wa¨hrend der Kohlenstoff der Methylengruppe von
cNMNH’ positiv geladen ist. Gleichzeitig ist der Kohlenstoff zwischen dem Stickstoff am
Dihydronikotinamid und der Methylengruppe bzw. dem Sauerstoff fu¨r NMNH’ positiv
geladen, wa¨hrend er fu¨r cNMNH’ anna¨hernd neutral ist. Diese Ladungsverschiebung la¨sst
sich durch die ho¨here Elektronegativita¨t des Sauerstoffs gegenu¨ber dem Kohlenstoff der
Methylengruppe erkla¨ren. Die Auswirkungen dieser Ladungsverschiebung scheint somit
die Ursache der spektralen Verschiebung in der Absorption zu sein.
NADH und cNADH ko¨nnen in zwei verschiedenen isomeren Formen der Amidgruppe des
Dihydronikotinamids vorliegen. Die quantenchemischen Rechnungen besta¨tigten die auf
NMR-Messungen basierten Ergebnissen von Fischer et al., denen zu Folge die transoide
Form (Sauerstoff der Amidgruppe zeigt zum Stickstoff des Dihydronikotinamids) die
energetisch gu¨nstigere und damit pra¨ferierte Isomerie ist [31].
Die quantenchemischen Rechnungen zur Fluoreszenz in der Gasphase ergaben, dass die
spektrale Verschiebung zwischen NMNH’ und cNMNH’ bei der Fluoreszenz 11nm betra¨gt.
9 HOMO: highest occupied molecular orbital, LUMO: lowest unoccupied molecular orbital
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Beru¨cksichtigt man Lo¨sungsmitteleffekte u¨ber das
”
polarizable continuum model“ (PCM),
in dem die Eigenschaften des Lo¨sungsmittels als Ganzes (Kontinuum) betrachtet werden,
so hat der Einfluss des Lo¨sungsmittels keine Auswirkung auf die spektrale Verschiebung
von NMNH’ und cNMNH’ bei der Absorption, wohl aber auf die Fluoreszenz. Unter
Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten verkleinert sich die spektrale Verschiebung
fu¨r transoides NMNH’ auf ∆E=0,04eV (∆λ=5,9nm) im Vergleich zu transoidem
cNMNH’ und auf ∆E=0,019eV (∆λ=3,1nm) fu¨r cisoides (c)NMNH’. Tendenziell
wird unter Beru¨cksichtigung von Lo¨sungsmitteleffekten die spektrale Verschiebung
zwischen NMNH’ und cNMNH’ und damit auch zwischen NADH und cNADH bei
der Fluoreszenz geringer, in U¨bereinstimmung mit den experimentellen Ergebnissen.
Daru¨ber hinaus ist die Abweichung der absoluten Energien der quantenchemischen
Rechnungen von den experimentell erzielten Werten bei zusa¨tzlicher Beru¨cksichtigung
von Lo¨sungsmitteleffekten geringer, d.h. der Fehler der Methode betra¨gt bei den
PCM-Rechnungen ∆E=0,287eV im Vergleich zu ∆E=0,485eV bei den Rechnungen in
der Gasphase. Folglich ko¨nnen die experimentell erzielten Ergebnisse durch Rechnungen
innerhalb des PCM besser beschrieben werden.
Gleichzeitig handelt es sich beim PCM um ein implizites Modell, d.h. das Lo¨sungsmittel
wird als Ganzes betrachtet und nicht der Einfluss jedes einzelnen Lo¨sungsmittelmoleku¨ls
explizit. Dadurch kann das PCM den Einfluss von beispielsweise Wasserstoffbru¨cken nicht
beschreiben bzw. beru¨cksichtigen. Der Einfluss der Ausbildung einer Wasserstoffbru¨cke
an der Carbonylgruppe der Amidgruppe wa¨re z.B. in Hinsicht auf einen mo¨glichen
Fluoreszenzlo¨schprozess a¨ußerst interessant, bedarf aber weitaus aufwa¨ndigerer Modelle.
Eine mo¨gliche Erkla¨rung fu¨r die U¨bereinstimmung der Lage der Fluoreszenzmaxima
von NADH und cNADH (bzw. (c)NMNH’) ko¨nnen die Unterschiede in den statischen
elektrischen Dipolmomenten darstellen. Die durch die Relaxation der Solvathu¨lle
hervorgerufene Rotverschiebung der Wellenla¨nge bei der Fluoreszenz gegenu¨ber der
Absorption ist sta¨rker je polarer das Lo¨sungsmittel und je gro¨ßer das elektrische
Dipolmoment des Fluorophors ist [33, 76–78]. Die Dipolmomente sind im Grundzustand
und im angeregten Zustand fu¨r NMNH’ gro¨ßer als fu¨r cNMNH’ und deren Differenz ist
fu¨r NMNH’ ebenfalls gro¨ßer als fu¨r cNMNH’. Folglich ka¨me es fu¨r NMNH’ (bzw. NADH)
zu einer sta¨rkeren Rotverschiebung der Wellenla¨nge bei der Fluoreszenz, als fu¨r cNMNH’
(bzw. cNADH), wodurch sich die Lage der Fluoreszenzmaxima einander anna¨hern
wu¨rde. Diese Hypothese kann experimentell u¨berpru¨ft werden, indem man die spektralen
Verschiebungen der Fluoreszenz in Lo¨sungsmitteln mit geringerer Dielektrizita¨tskonstante
untersucht. Vergleicht man die Verschiebung in Wasser mit der in Methanol oder DMSO
(vgl. Tab. 7.1), so bleibt die 20nm Verschiebung innerhalb der Fehlergrenzen erhalten,
was folglich die aufgestellte These widerlegt.
Die quantenchemischen Rechnungen haben gezeigt, dass sich die Absorptions- und
Fluoreszenzeigenschaften von NADH und Analogmoleku¨len von NADH durch TDDFT
mit CAM-B3LYP/cc-pVDZ beschreiben lassen. Fu¨r die Entwicklung von Messsystemen,
die auf der Detektion von NADH beruhen, hat dies den Vorteil, dass man die
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Abbildung 7.1: Zusammenfassung der publizierten Lebensdauer bzw. Lebensdauern von
NADH von 1971 bis 2012.[16–26, 81]
spektroskopischen Eigenschaften von in Frage kommenden Coenzymen (NADH-Analoga)
zuerst quantenchemisch (kostengu¨nstig) voruntersuchen kann, um eine darauf basierende
spektroskopische Selektion vor der Synthese vornehmen zu ko¨nnen. Auf diese Art ließe
sich mo¨glicherweise ein NADH Analoga finden, dessen Lage des Absorptionsmaximums
noch weiter rot in Richtung des sichtbaren Wellenla¨ngenbereichs verschoben ist.
Im Folgenden werden die Fluoreszenzlebensdauern von NADH und cNADH betrachtet.
Wie bereits in der Einleitung erla¨utert variieren die Angaben sowohl der Anzahl der
Fluoreszenzlebensdauern als auch der Werte der Lebensdauern stark [16–21, 88]. Nach
gru¨ndlicher U¨berpru¨fung mittels χ2r , der gewichteten Residuen, der Autokorrelation
der Residuen und der zusa¨tzlichen Auswertung durch die Maximum Entropie Methode
(MEM), konnte sowohl fu¨r NADH als auch fu¨r cNADH ein biexpontieller Abfall der
Fluoreszenzabklingkurve festgestellt werden. Die einzelnen Lebensdauern von NADH
und cNADH stimmen dabei innerhalb der Fehlergrenzen miteinander u¨berein und
betragen fu¨r cNADH bei 20◦C τ1 = 0, 32(3)ns und τ2 = 0, 68(3)ns. Die Werte
stimmen fu¨r NADH innerhalb der Fehler mit den Werten von Couprie et al. und
Visser et al. u¨berein [18, 21]. Die seit 1971 publizierten Lebensdauern von NADH
sind in Abbildung (Abb. 7.1) dargestellt und um einen zusa¨tzlichen Eintrag im
Vergleich zu Abb. 1.2 erweitert. Die mittlere Fluoreszenzlebensdauer ist analog zur
Quantenausbeute fu¨r cNADH (τav = 0, 57(1)ns) ho¨her als fu¨r NADH (τav = 0, 46(1)ns).
Im Gegensatz zu den Absorptionseigenschaften sind die Fluoreszenzeigenschaften stark
temperaturabha¨ngig. Vergleicht man die Temperaturabha¨ngigkeit der Quantenausbeute
mit der Temperaturabha¨ngigkeit der mittleren Fluoreszenzlebensdauer, so verhalten sich
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beide gleich mit der Temperatur. Folglich wird nicht nur die Fluoreszenz von NADH in
U¨bereinstimmung mit der Literatur dynamisch gelo¨scht, sondern auch die Fluoreszenz von
cNADH.
7.2 Modelle zur Erkla¨rung von zwei Fluoreszenzlebensdauern
Um jedoch die Ursache fu¨r die Existenz zweier Fluoreszenzlebensdauern ausfindig zu
machen, wurden verschiedene Modelle aufgestellt und untersucht. Die Modelle beruhen alle
auf der Existenz eines zweiten angeregten Zustandes. Es wurde untersucht, ob dieser zweite
angeregte Zustand eine weitere isomere Form des (c)NADH Moleku¨ls beinhaltet oder eine
protonierte bzw. deprotonierte Form. Gleichzeitig wurden die spektralen Eigenschaften
dieses hypothetischen Zustandes untersucht. In diesem Zusammenhang wurden als weitere
Modelle das Lo¨schen durch molekularen Sauerstoff und die Existenz einer geklappten und
einer offenen Konformation untersucht.
Als erste Mo¨glichkeit wurde ein Isomeriemodell u¨berpru¨ft, im Rahmen dessen die
Existenz zweier isomerer Zusta¨nde (transoide und cisoide Ausrichtung der Amidgruppe
des Dihydronikotinamids) die zwei Lebensdauern erkla¨ren soll. Dazu wurde die
Fluoreszenzlebensdauer des Chromophors (Dihydronikotinamid, hier:
”
Dihydro“) und
von einer cisoiden Modellverbindung (MV) des Dihydro untersucht. Sowohl Dihydro
(τ = 0, 37(2)ns), als auch die cisoide Modellverbindung (τ = 0, 40(1)ns) haben jeweils
nur eine Lebensdauer. Dies ist ho¨chst u¨berraschend, da man analog zu (c)NADH fu¨r
Dihydro erwartet ha¨tte, dass der Abfall biexponentiell ist. Dagegen war fu¨r MV nur eine
Lebensdauer erwartet worden, allerdings ha¨tte diese innerhalb der Fehlergrenzen mit einer
der beiden Lebensdauern von (c)NADH u¨bereinstimmen mu¨ssen. Aus diesen Gru¨nden
muss das Isomeriemodell verworfen werden.
Protonierung/Deprotonierung ist eine Reaktion im angeregten Zustand, die die Existenz
von zwei Lebensdauern erkla¨ren ko¨nnte [34]. Dabei kann die Carbonylgruppe der
Amidgruppe mit dem Lo¨sungsmittel (Wasser) entweder eine Wasserstoffbru¨cke ausbilden
oder protoniert oder deprotoniert vorliegen [83]. Protonierung und Deprotonierung
sowie die Ausbildung einer Wasserstoffbru¨cke stehen miteinander im Gleichgewicht.
Dieses Modell wurde durch zwei Experimente u¨berpru¨ft. Zum Einen mu¨ssten die
Fluoreszenzlebendauern pH-abha¨ngig sein, zum Anderen du¨rfte es in aprotischem
Lo¨sungsmittel nur noch eine Fluoreszenzlebensdauer geben.
Messungen in aprotischem Lo¨sungsmittel (wasserfreies Dimetyhlsulfoxid, DMSO) ergaben
ebenfalls die Existenz von zwei Lebensdauern, wobei das Lo¨sungsmittel nur auf die zweite
Lebensdauer einen signifikanten Einfluss hat (τ2 = 1, 76(8)ns, Intensita¨tsanteil 79(7)%
an der Gesamtintensita¨t). Krishnamoorthy et al. haben die Fluoreszenzabklingkurve von
NADH in DMSO triexponentiell gefitted, wobei die 3. Lebensdauer von 2,9ns einen
Amplitudenanteil von ungefa¨hr 3% hat [16]. Die dritte Lebensdauer kann unter Umsta¨nden
auf Hintergrund zuru¨ckgefu¨hrt werden, zumal Krishnamoorthy et al. bei 310nm angeregt
haben und DMSO im UV-Bereich absorbiert [38]. Die zusa¨tzliche Auswertung der in
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der vorliegenden Arbeit gemessenen Fluoreszenzabklingkurven u¨ber MEM besta¨tigten die
Existenz von zwei Lebensdauern.
Daru¨ber hinaus wurden die Fluoreszenzlebensdauern von (c)NADH bei pH 8,5 und pH
7 miteinander verglichen. Eine Abscha¨tzung wie stark sich die Intensita¨tsanteile bei
A¨nderung des pH-Wertes ha¨tten a¨ndern mu¨ssen, wurde mittels der Henderson-Hasselbach
Gleichung durchgefu¨hrt. Dabei wurde angenommen, dass bei stark verdu¨nnten Lo¨sungen
die Intensita¨tsanteile mit der Konzentration der Spezies gleichzusetzen sind:







[c1] steht fu¨r die Konzentration der Sa¨ure (Intensita¨tsanteil τ1) und [c2] fu¨r die
Konzentration der Base (Intensita¨tsanteil τ2), Der Index ’ steht fu¨r die jeweiligen
Konzentrationen bei vera¨ndertem pH Wert (pH=8,5, pH’=7, [c2]=0,55 und [c1]=0,45).
Die pH-A¨nderung von pH 8,5 auf pH 7 ha¨tte zu einer ungefa¨hr 96% A¨nderung
des Intensita¨tsanteils von τ1 fu¨hren mu¨ssen. Das Experiment zeigt jedoch, dass
weder die Fluoreszenzlebensdauern noch die Intensita¨ts- und Amplitudenanteile der
Fluoreszenzlebensdauern messbar vom pH-Wert beeinflusst werden. Da somit weder eine
pH Abha¨ngigkeit nachgewiesen werden konnte, noch der Fluoreszenzabfall in aprotischem
Lo¨sungsmittel monoexponentiell ist, kann das Protonierungs/Deprotonierungs Modell die
Existenz der beiden Lebensdauern nicht erkla¨ren.
Nachdem weder eine zweite isomere (cisoide) Konformation noch eine protonierte bzw.
deprotonierte Form des Moleku¨ls den zweiten Zustand repra¨sentieren, sollten im Rahmen
einer Verallgemeinerung des Isomeriemodells die spektralen Eigenschaften der beiden
hypothetischen Zusta¨nde untersucht werden (Spektralmodell). Betrachtet wurde der
Fall, dass ν  ν ′ ist, d.h. sich die beiden Zusta¨nde deutlich spektral unterscheiden.
Am blauen und am roten Ende des Fluoreszenzspektrums sollten sich folglich die
Intensita¨tsanteile der einzelnen Lebensdauern an der Gesamtintensita¨t a¨ndern. Die
spektrale Abha¨ngigkeit der Fluoreszenzlebensdauern wurde durch zwei Bandpassfilter
(427/10 und 513/17) im Detektionsstrahlengang des Lebensdauerspektrometers
verwirklicht. Die Intensita¨tsanteile der beiden Lebensdauern an der Gesamtintensita¨t
stimmen innerhalb der Fehlergrenzen miteinander u¨berein. Die Lage der Detektionsfilter
wurde anhand des Fluoreszenzspektrums von NADH optimiert (vgl. Abb. 7.2). Das
Fluoreszenzspektrum la¨sst sich mittels zweier hypothetischer Gaussfunktionen mit
Zentralwellenla¨ngen bei 447(2)nm und 493(20)nm fitten. Die zu erwartende A¨nderung
der Intensita¨tsanteile durch spektrale Selektion wurde dann durch die Bestimmung
der Fla¨chenanteile der jeweiligen Peaks bei den jeweiligen Filtern u¨berpru¨ft. Die
Fla¨chenanteile wurden u¨ber Integration der gefitteten Kurven bestimmt. Mit einem
Langpassfilter (ab 390nm) betrugen die Anteile von Spezies 1 (gru¨n) damit 53,5% und
von Spezies 2 (violett) 47,5% an der Gesamtfla¨che. Vergleicht man diese Werte mit den
Intensita¨tsanteilen der beiden Lebensdauern von NADH an der Gesamtintensita¨t (vgl.
Tab. 7.1), so wu¨rden diese Werte in der Tat innerhalb der Fehlergrenzen miteinander
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Abbildung 7.2: Abscha¨tzung der erwarteten Vera¨nderung der Intensita¨tsanteile der beiden
Lebensdauern bei unterschiedlichen Detektionsfiltern.
u¨bereinstimmen.
Bei Verwendung eines der beiden Bandpassfilter ha¨tten sich die Intensita¨tsanteile nach
der Abscha¨tzung um 31% im Vergleich zum Langpassfilter a¨ndern mu¨ssen. Dies ist nicht
der Fall gewesen. Folglich scheint es entweder, in U¨bereinstimmung mit der Literatur, nur
eine fluoreszierende Spezies zu geben [98], oder aber die beiden Zusta¨nde unterscheiden
sich spektral nur sehr geringfu¨gig, wodurch ihre spektrale Abha¨ngigkeit innerhalb der
Messgenauigkeit nicht detektierbar war.
Daraufhin wurde zuerst ein sogenanntes Gleichgewichtsmodell aufgestellt, bei dem
die beiden angeregten Zusta¨nde miteinander im Gleichgewicht stehen, allerdings
in U¨bereinstimmung mit den Ergebnissen der spektralen Analyse, nur ein Zustand
emittiert, wa¨hrend der andere strahlungslos in den Grundzustand u¨bergeht. Damit der
Fluoreszenzlo¨schprozess den Anforderungen eines dynamischen Fluoreszenzlo¨schprozesses
genu¨gt, muss der zweite Zustand entweder durch Sto¨ße z.B. mit Lo¨sungsmittelmoleku¨len
gelo¨scht werden, oder durch eine weitere Reaktion des angeregten Zustandes
(z.B. durch photoinduzierten Elektronentransfer, PET). Ein typischer dynamischer
Fluoreszenzlo¨schprozess ist die strahlungslose Abregung durch Sto¨ße mit molekularem
Sauerstoff, ho¨chstwahrscheinlich u¨ber intersystem crossing (ISC) [84, 99]. Der
Einfluss von Sauerstoff wurde durch den Vergleich der Fluoreszenzlebensdauer in
sauerstoffhaltigem gegenu¨ber sauerstofffreiem Puffer untersucht. Weder die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer, noch die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern, bzw. deren
Intensita¨tsanteile an der Gesamtintensita¨t unterschieden sich in sauerstofffreiem
Puffer von denen in sauerstoffhaltigem Puffer. Anhand einer Referenzmessung mit
Sauerstoff-sensitivem Pyrogallol konnte abgescha¨tzt werden, dass
”
Sauerstofffreier“ Puffer
im Gegensatz zu sauerstoffhaltigem Puffer einen um mindestens eine Gro¨ßenordnung
geringeren Sauerstoffgehalt (vgl. Kapitel 2.8) hat. Diese Abscha¨tzung stellt eine
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Obergrenze dar. Bei Einhaltung der ga¨ngigen Schlenktechnik [58] geht man in der
Chemie davon aus, dass der Sauerstoffgehalt typischerweise im Bereich von wenigen
ppm liegt, d.h. um einen Faktor 1000 geringer ist, als in sauerstoffhaltiger Lo¨sung.
Scha¨tzt man die Rate des strahlungslosen Zerfalls durch die Stoßrate knr = σ · nv ab,
wobei σ der Wirkungsquerschnitt, n die Teilchendichte des Quenchers (O2) und v die
mittlere Geschwindigkeit des Quenchers ist, so ha¨tte sich die Rate des strahlungslosen
Zerfalls im sauerstofffreiem Puffer um mindestens den Faktor 10 verringern mu¨ssen.
Mo¨chte man das Gleichgewichtsmodell durch Lo¨schung mit O2 erkla¨ren, so mu¨sste die
strahlungslose Rate knr im Vergleich zur strahlenden Rate Γ der dominantere Prozess
sein. Es gilt τ = 1Γ+knr ≈ 1/knr und damit ha¨tte die Lebensdauer um mindestens
einen Faktor 10 ansteigen mu¨ssen. Die einzelnen Fluoreszenzlebensdauern, sowie die
mittlere Fluoreszenzlebensdauer stimmten aber in
”
sauerstofffreiem“ Puffer innerhalb der
Fehlergrenzen mit denen in sauerstoffhaltigem Puffer u¨berein. Folglich hat molekularer
Sauerstoff keinen signifikanten Einfluss auf die Fluoreszenzlebensdauer von NADH und
cNADH und kann als Ursache fu¨r die Existenz der zweiten Lebensdauer ausgeschlossen
werden. Gleichzeitig ist mit diesem Ergebnis allerdings das Gleichgewichtsmodell nicht
widerlegt, sondern lediglich ein mo¨glicher dynamischer Fluoreszenzlo¨schprozess innerhalb
dieses Modells ausgeschlossen worden. Weitere Untersuchungen in anderen Lo¨sungsmitteln
mu¨ssen hier noch folgen.
Im Einklang mit den Ergebnissen des Spektralmodells ist die Alternative zu einer
strahlungslosen Abregung des zweiten Zustandes, die Tatsache, dass die Energiedifferenz
zwischen dem angeregten Zustand und dem Grundzustand fu¨r beide Zusta¨nde
anna¨hernd gleich sind. Durch NMR-Messungen und spektroskopische U¨berpru¨fung
eines Energietransfers zwischen Adenin und Dihydronikotinamid konnte nachgewiesen
werden, dass NADH in einer offenen und in einer geklappten Konformation in wa¨ssriger
Lo¨sung vorliegt [86–88, 100]. Bei der geklappten Konformation ist ein Energietransfer vom
Adenin auf das Dihydronikotinamid mo¨glich, da die beiden Aromaten nahe beieinander
sind.[42, 89] Dies ist bei der offenen Konformation nicht der Fall. Desweiteren wird
in der Literatur u¨ber den Einfluss des Adenins auf die zwei Fluoreszenzlebensdauern
diskutiert [16, 17, 20, 21, 88]. Die Hypothese besagt, dass die beiden Lebensdauern
auf die beiden unterschiedlichen Konformationen zuru¨ckzufu¨hren sind [18]. Im Rahmen
eines Konformationsmodells wurde sowohl der Einfluss des Adenins als auch der beiden
Konformationen auf die Fluoreszenzlebensdauer untersucht. Die geklappte Konformation
konnte dabei selektiv durch Anregung bei 260nm und Detektion der Fluoreszenz bei
380 bis 600nm, aufgrund des Energietransfers vom Adeninrest zum Dihydronikotinamid,
untersucht werden. Die Effizienz des Energietransfers wurde durch das Verha¨ltnis von Q
bei 260nm zu Q bei 340nm bzw. 360nm bestimmt, wobei die Quantenausbeuten um die
Absorption des Dihydronikotinamids bei 260nm (u¨ber (c)NMNH bestimmt) korrigiert
wurden. Der Energietransfer bei cNADH ist mit 71(7)% innerhalb der Fehlergrenzen




Die offene Konformation konnte selektiv untersucht werden, indem eine Modellverbindung
ohne Adenosinmonophosphat (Dihydronikotinamidmononukleotid (NMNH) bzw.
cNMNH) untersucht wurde. Die Fluoreszenzabklingkurve der geklappten und der offenen
Konformation von cNADH konnten beide monoexponentiell gefitted werden, wobei
die Lebensdauer der offenen Konformation (cNMNH) mit τ = 0, 30(2)ns innerhalb
der Fehlergrenzen mit der ku¨rzeren Lebensdauer von cNADH u¨bereinstimmt. Die
Lebensdauer der geklappten Konformation (τ = 0, 65(2)ns) entspricht dagegen innerhalb
der Fehlergrenzen der langen Lebensdauer von cNADH. Folglich ko¨nnen die beiden
Lebensdauern von cNADH u¨ber die offene und die geklappte Konformation beschrieben
werden. Das Fluoreszenzspektrum der geklappten Konformation stimmt mit dem der
offenen Konformation u¨berein. Beide Zusta¨nde sind somit innerhalb der Messgenauigkeit
energetisch entartet und stehen damit nicht im Widerspruch zu dem Ergebnis der
spektralen Unabha¨ngigkeit der beiden Lebensdauern.
Bei NADH haben sowohl die offene Konformation (τ1 = 0, 24(2)ns, τ2 = 0, 54(3)ns),
als auch die geklappte Konformation (τ1 = 0, 37(4)ns, τ2 = 0, 64(3)ns) jeweils 2
Lebensdauern. Die Werte der offenen Konformation (NMNH) stimmen innerhalb der
Fehlergrenzen mit den Literaturwerten u¨berein,[16, 20] sind allerdings im Vergleich zu den
Lebensdauern von NADH zu niedrigeren Werten verschoben. Die Konformationshypothese
kann folglich fu¨r NADH nicht aufrechterhalten werden. Eine biexponentielle Funktion
ha¨tte laut Hypothese die Fluoreszenzabklingkurve von NADH bei Anregung mit
370nm (es werden sowohl die offene-, als auch geklappte Konformation angeregt)
nicht ada¨quat beschreiben du¨rfen. Folglich muss NADH im Vergleich zu cNADH
unterschiedlichen Fluoreszenzlo¨schprozessen unterliegen. Diese These wird durch
die ho¨here Quantenausbeute von cNADH gegenu¨ber NADH unterstu¨tzt, sowie der
geringfu¨gigen aber konsistent auftretenden Abweichung des Emissionsspektrums von
NADH im Vergleich zu cNADH in einem Wellenla¨ngenbereich unterhalb von 450nm.
Zusa¨tzlich wurde bei (c)NADH der Einfluss von Methanol (MeOH) im Speziellen auf die
geklappte Komponente u¨berpru¨ft. NMR-Studien zu Folge sollen sich der Adeninrest und
der Dihydronikotinamidrest in MeOH weiter voneinander entfernen. Dadurch wird der
Energietransfer ineffizienter [87, 88, 93, 101, 102]. Die Literaturangaben konnten in der
Hinsicht besta¨tigt werden, als dass die Quantenausbeute von (c)NADH bei Anregung der
geklappten Komponente um u¨ber einen Faktor 5 abnimmt. Das bedeutet die Effizienz
des Energietransfers nimmt drastisch ab (vgl. Tabelle 7.1). Auf der anderen Seite hat
die geklappte Konformation von cNADH u¨berraschenderweise 2 Lebensdauern, die mit
den beiden Lebensdauern von cNADH in Methanol bei Anregung beider Konformationen
(370nm) u¨bereinstimmen. Sie betragen τ1 = 0, 63(2)ns und τ2 = 1, 9(1)ns. Man ha¨tte
eigentlich wiederum nur eine Lebensdauer erwartet, die mit der la¨ngeren Lebensdauer von
cNADH in MeOH u¨bereinstimmen ha¨tte mu¨ssen. Die mittlere Fluoreszenzlebensdauer
τav = 0, 97(5)ns verha¨lt sich gegensa¨tzlich zur Quantenausbeute, d.h. Q nimmt ab,
wa¨hrend τav=0,92(5)ns zunimmt. Eine mo¨gliche Erkla¨rung wa¨re, dass durch die geringere
Effizienz des Energietransfers der Anteil des bei 260nm anregbaren Dihydronikotinamids
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gro¨ßer wird. Folglich wird die offene Konformation durch die Anregung bei 260nm
in MeOH versta¨rkt angeregt. Dies ha¨tte sich allerdings auf die Intensita¨tsanteile der
beiden Lebensdauern auswirken mu¨ssen. Die Intensita¨tsanteile ha¨tten sich im Vergleich
zur Messung in MeOH bei 370nm (beide Konformationen werden angeregt) vera¨ndern
mu¨ssen. Die Intensita¨tsanteile stimmen aber innerhalb der Fehlergrenzen miteinander
u¨berein.
Dieses u¨berraschende Ergebnis und die Tatsache, dass den Ergebnissen zu Folge NADH
und cNADH in Wasser unterschiedlichen Fluoreszenzlo¨schprozessen unterliegen soll, la¨sst
am Konformationsmodell, zumindest fu¨r NADH in H2O und MeOH und cNADH in
MeOH, Zweifel aufkommen.
Zusammenfassend konnte widerlegt werden, dass eine zweite isomere Konformation fu¨r
die zwei Lebensdauern verantwortlich ist. Es konnte gezeigt werden, dass Protonierung
und Deprotonierung zwar einen Einfluss auf die la¨ngere Lebensdauer hat, allerdings
konnte das vorgeschlagene Modell so nicht besta¨tigt werden. Gleichzeitig werden die
Lebensdauern weder vom pH-Wert, noch von Sauerstoff beeinflusst, allerdings konnte eine
starke Lo¨sungsmittelabha¨ngigkeit der Lebensdauern nachgewiesen werden. Die Ergebnisse
der spektralen Untersuchungen ergaben, dass es entweder nur eine fluoreszierende Spezies
gibt, oder sich die U¨berga¨nge der beiden angeregten Zusta¨nde in den Grundzustand
kaum energetisch unterscheiden. Die Fluoreszenzabklingkurven sind zum Großteil
biexponentiell, teilweise aber auch monoexponentiell. cNADH unterliegt einem anderen
Fluoreszenzlo¨schprozess als NADH. Fu¨r cNADH konnte die lange Lebensdauer in
H2O durch eine geklappte Konformation und die kurze Lebensdauer durch eine offene
Konformation von cNADH erkla¨rt werden. Fu¨r NADH gilt dies nicht. Allerdings
konnte sowohl fu¨r NADH als auch fu¨r cNADH das sogenannte Gleichgewichtsmodell
nicht widerlegt werden. Der Vorteil dieses Modells liegt darin, dass es sowohl zwei
Lebensdauern, als auch eine Lebensdauer erkla¨ren kann. Ist z.B. die Ru¨ckreaktion k−1
sehr viel schneller als alle anderen Reaktionen, so wird die Fluoreszenzlebensdauer
von kr und knr dominiert und folglich gibt es nur eine Lebensdauer. Gleichzeitig kann
auch die starke Lo¨sungsmittelabha¨ngigkeit durch deren Einfluss auf die verschiedenen
Gleichgewichtskonstanten erkla¨rt werden, sowie die spektrale Unabha¨ngigkeit der beiden
Lebensdauern.
Die geringen Quantenausbeute von NADH und cNADH la¨sst daru¨ber hinaus den
Schluss zu, dass es einige Reaktionen im angeregten Zustand geben muss, die
aufgrund der Zeitauflo¨sung im Rahmen dieser Arbeit nicht untersucht werden konnten.
Zuku¨nftig ko¨nnten Untersuchungen mit ho¨herer Zeitauflo¨sung z.B. durch transiente
Absorptionsspektroskopie mehr Informationen u¨ber den zweiten angeregten Zustand
liefern, um zum Versta¨ndnis der Reaktionen im angeregten Zustand und damit auch der
beiden Lebensdauern beizutragen. In diesem Zusammenhang wa¨re besonders die genauere
Untersuchung der Ergebnisse von Czochralska et al. und Boldrige et al. von Interesse
[103–105]. Durch transiente Absorptionsspektroskopie nach Anregung mit 355nm fanden
diese eine transiente Absorptionsbande, die auf den Ausstoß eines Elektrons und der
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Bildung eines NADH+ zuru¨ckzufu¨hren sei. Da die Bildung von NADH++e− 4 mal
la¨nger brauche als die Pulsdauer der Anregung gehen Brochon et al. davon aus, dass
es einen intermedia¨ren Zustand S‡ gebe, der vom schwingungsangeregten Zustand S∗1
populiert werde und dann zum Elektronenausstoß NADH++e− fu¨hre. Stu¨nde S‡ mit S∗1
im Gleichgewicht, so ko¨nnte dieser Zustand im Rahmen des Gleichgewichtsmodells zu
einer zweiten Lebensdauer fu¨hren. Alternativ ko¨nnte der intermedia¨re Zustand eventuell
auch selber emittieren. Die Energiedifferenz zwischen S‡ und dem Grundzustand mu¨sste
dann im Rahmen der spektralen Untersuchungen a¨hnlich sein wie die Energiedifferenz
zwischen S1 und S0. Weitere Untersuchungen sollten hier folgen.
Die Ergebnisse der spektroskopischen Eigenschaften von (c)NADH und (c)NMNH in
verschiedenen Lo¨sungsmitteln sind in Tabelle 7.1 zusammengefasst.
7.3 Anwendungsmo¨glichkeit der Fluoreszenzlebensdauer
In U¨bereinstimmung mit Literaturangaben konnte gezeigt werden, dass sich die
Fluoreszenzeigenschaften von NADH stark a¨ndern, wenn es an ein Enzym bindet [94–96].
Die Lage des Emissionsmaximums ist gegenu¨ber freiem NADH blau verschoben und
liegt bei 455(1)nm. Daru¨ber hinaus steigen die Quantenausbeute (Q=0,10(1)), sowie
die Fluoreszenzlebensdauer (τ = 2, 9(1)ns) um einen Faktor 7,25 an. Dies wird in der
Literatur darauf zuru¨ckgefu¨hrt, dass NADH in der Bindungstasche des Enzyms vor
Fluoreszenzlo¨schung durch Sto¨ße, oder auch aufgrund seiner offenen Konformation vor
intramolekularen Lo¨schprozessen geschu¨tzt ist [33]. Die Werte der Quantenausbeute und
der Fluoreszenzlebensdauer sind dabei davon abha¨ngig an welches Enzym NADH bindet
[94–96].
Durch den Unterschied in der Quantenausbeute und der Fluoreszenzlebensdauer ist
es mo¨glich gebundenes NADH von freiem NADH mittels Fluoreszenzmessung zu
differenzieren. Es wurde gezeigt, dass dieser Unterschied dazu verwendet werden
kann, Charakteristika von Enzymen in Bezug auf (c)NADH zu bestimmen, wie zum
Beispiel Bindungskonstanten. Gleichzeitig konnte gezeigt werden, dass man die Messung
der Fluoreszenzlebensdauer von (c)NADH als Glucosesensor verwenden kann. Diese
Anwendungsmo¨glichkeiten der Fluoreszenzlebensdauermessung von (c)NADH sollen im
Folgenden diskutiert werden:
7.3.1 Bestimmmung der Bindungskonstante
Die Bindungskonstante wurde u¨ber die A¨nderung der mittleren Fluoreszenzlebensdauer
durch Binden des Enzyms (GlucDH) und das Anpassen einer Funktion fu¨r verschiedene
Temperaturen bestimmt. Bei niedrigen GlucDH Konzentrationen sind der Großteil
der (c)NADH Moleku¨le frei und die mittlere Lebensdauer entspricht der von freiem
(c)NADH, bei einer hohen GlucDH Konzentration sind der Großteil der NADH
Moleku¨le gebunden und die mittlere Lebensdauer entspricht der von gebundenem
(c)NADH. Die so erzielte Ergebnisse werden in Abbildung 7.3 mit den Ergebnissen
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Abbildung 7.3: Vergleich der u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer bestimmten
Bindungskonstanten, mit den u¨ber die Fluoreszenzintensita¨t gemessenen
Bindungskonstanten: Die Messung u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer liefert verla¨sslichere
Ergebnisse.
einer bereits etablierten Technik (A¨nderung der Fluoreszenzintensita¨t) verglichen
[27–29]. Vergleicht man die Werte miteinander, so stimmen diese innerhalb der
Fehlergrenzen fu¨r niedrigere Temperaturen u¨berein. Bei 20◦C betra¨gt die u¨ber die
Fluoreszenzlebensdauer bestimmte Bindungskonstante KB=0,050(4)µM
−1 und stimmt
mit dem u¨ber die Intensita¨tsmessung bestimmten Wert u¨berein (KB=0,048(6)µM
−1).
Bei ho¨heren Temperaturen wurden bei den vorliegenden Messungen beobachtet, dass
die u¨ber die Intensita¨t bestimmten Werte von KB fluktuieren, wa¨hrend die auf der
Lebensdauermessung basierten Werte kontinuierlich abnehmen. Daru¨ber hinaus ist die
Sensitivita¨t der intensita¨tsbasierten Methode am ho¨chsten, wenn [GlucDH]=1/KB,
wa¨hrend sie bei der lebensdauerbasierten Methode bei [GlucDH]=(qKB)
−1 liegt. Da das
Verha¨ltnis der Quantenausbeuten von gebundenem zu freiem (c)NADH q >1 ist, ist
die Sensitivita¨t somit bei geringeren GlucDH Konzentrationen beim lebensdauerbasierten
Ansatz ho¨her. Gleichzeitig sieht man, dass die Sensitivita¨t mit steigendem q steigt, d.h. je
gro¨ßer der Unterschied in der Quantenausbeute bzw. Lebensdauer zwischen gebundenem
und freiem NADH (Fluorophor) ist, desto sensitiver ist die Messung. Die Bestimmung der
Bindungskonstante u¨ber die Fluoreszenzlebensdauer fu¨hrt im Vergleich zur Bestimmung
u¨ber die Fluoreszenzintensita¨t zu verla¨sslicheren Ergebnissen.
Das mit steigender Temperatur kontinuierliche Abnehmen von KB(T ) ist zu erwarten
und ist auf eine Verschiebung des Gleichgewichts zuru¨ckzufu¨hren. Neben der Temperatur
konnte auch gezeigt werden, dass sowohl die Ionensta¨rke, als auch der pH-Werte
erwartungsgema¨ß Einfluss auf die Bindungskonstante haben. Die Bindungskonstante von
NADH in Trispuffer bei pH 8,5 und 0,2M NaCl betra¨gt (KB=0,0096(2)µM
−1) und ist
niedriger als in Phosphatpuffer bei pH 7.
Die Bindungskonstante von cNADH betra¨gt KB=7(4)µM
−1 und ist damit geringer als
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fu¨r NADH. Der große Fehler ist darauf zuru¨ckzufu¨hren, dass die Kurve der Lebensdauer
gegen die Enzymkonzentration nicht in Sa¨ttigung gegangen ist, sprich der Großteil der
cNADH Moleku¨le ungebunden waren.10
Fu¨r einen zuku¨nftigen Glucosesensor hat die niedrige Bindungskonstante von cNADH den
Vorteil, dass es weniger zu Substrathemmung durch cNADH kommen kann, als bei NADH.
7.3.2 NADH vs. cNADH als Glucosesensor
(c)NADH hat im Vergleich zu anderen Glucosesensoren den Vorteil u¨ber 3 verschiedene
Wege detektiert werden zu ko¨nnen. Dies bedeutet, dass man durch Kombination dieser
verschiedenen Messprinzipien (z.B. der Absorption und der Fluoreszenzlebensdauer) das
Ergebnis noch pra¨ziser und den Messprozess noch unanfa¨lliger gegenu¨ber Fehlern bzw.
Schwankungen des Systems machen kann. Daru¨ber hinaus hat cNAD gegenu¨ber NAD
den Vorteil der erho¨hten Stabilita¨t und der ho¨heren Quantenausbeute. Zudem ist das
Absorptionsmaximum bei gleichem Extinktionskoeffizienten um 20nm rot verschoben,
was die Anregung mit kostengu¨nstigen Lichtquellen wie beispielsweise Leuchtdioden
vereinfacht. Somit ist cNAD eine geeignete Alternative fu¨r NAD als Coenzym zur
Bestimmung des Blutzuckerspiegels in diagnostischen Messsystemen.
Die Idee von Petrich et al. eines Glucosesensor auf Basis von
Fluoreszenzlebensdauermessungen konnte bereits fu¨r NADH sowohl in Lo¨sung als
auch an Teststreifen gezeigt werden [30]. Ziel war es zu erforschen, ob dieses Messprinzip
auch auf cNADH als Coenzym u¨bertragbar ist. Die Idee beruht darauf, dass die mittlere
Fluoreszenzlebensdauer sowohl davon abha¨ngt ob (c)NADH gebunden oder frei vorliegt
als auch von dessen Konzentration.
Analog zu NADH konnte auch fu¨r cNADH in Lo¨sung und anhand von Teststreifen
das Messprinzip verifiziert werden. Dabei setzt der signifikante Anstieg der
Fluoreszenzlebensdauer bei einem ho¨heren Konzentrationsverha¨ltnis Enzym zu Coenzym
ein, als das bei NADH der Fall ist. Dies ist auf die geringere Bindungskonstante
von GlucDH an cNADH im Vergleich zu NADH zuru¨ckzufu¨hren, d.h. die
Substratkonzentration oder GlucDH Konzentration muss – in U¨bereinstimmung mit dem
Massenwirkungsgesetz – ho¨her sein, damit der selbe Anteil an cNADH gebunden ist wie
bei NADH. Die mittlere Lebensdauer ist also nicht nur vom Konzentrationsverha¨ltnis
Enzym zu Coenzym abha¨ngig, sondern auch von der Gesamtkonzentration an eingesetzter
Substanz (Coenzym). Gleichzeitig konnte gezeigt werden, dass die Fluoreszenzlebensdauer
temperaturabha¨ngig ist, d.h. es bestu¨nde die Mo¨glichkeit durch zusa¨tzliche Messung
der Fluoreszenzlebensdauer das Ergebnis einer vorhergehenden Messung (z.B. durch
Absorption) auf die Temperatur zu korrigieren.
Daru¨ber hinaus konnte gezeigt werden, dass die Fluoreszenzlebensdauer weniger von
der Menge als vielmehr von der Aktivita¨t an eingesetztem GlucDH abha¨ngt. Anhand
von Messungen an Teststreifen, bei denen die Enzymaktivita¨t durch Einlagerung
10 Beim Fit war die Lebensdauer von gebundenem cNADH fest auf den Wert von τ=2,9ns gesetzt.
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bei 60◦C und 80% Luftfeuchtigkeit reduziert wurde, konnte gezeigt werden, dass die
mittlere Fluoreszenzlebensdauer erwartungsgema¨ß mit sinkender Aktivita¨t steigt. Bei
geringerer Aktivita¨t wird weniger (c)NADH gebildet. Dadurch sind mehr (c)NADH
Moleku¨le gebunden und die Lebensdauer steigt an. Folglich kann die Messung der
Fluoreszenzlebensdauer als Aktivita¨tstest dienen. Gleichzeitig kann sie aber auch als
Kontrollinstanz in diagnostischen Testsystemen (z.B. bei einem Glucosesensor) dienen.
Eine herko¨mmliche Glucosebestimmung kann so z.B. bei gegebener Temperatur
mit der Fluoreszenzlebensdauermessung zur Kompensation von lagerbedingten
Aktivita¨tsverlusten dienen. Ist die (c)NADH Konzentration durch eine vorhergehende
Messung bekannt, so kann durch die zusa¨tzliche Messung der Fluoreszenzlebensdauer die
Konzentration an aktivem Enzym bestimmt werden und somit u¨berpru¨ft werden, ob der













































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































−(kr + knr + k1) k−1






Die Differentialgleichung wird unter der Randbedingung [A’*(0)]=[B’*(0)]=A0
gelo¨st, d.h. nach der Anregung und Relaxation, zum Zeitpunkt t=0 sind die Zusta¨nde
A’* und B*’ gleich bevo¨lkert.




Dabei lauten die Ausdru¨cke von f ,τ1,τ2und m wie folgt:
f = kr + knr + k1 − 3k′nr − k−1 +m
m =
√
(kr + knr + k1 + k′nr + k−1)2 − 4(krk′nr + knrk′nr + krk−1 + knrk−1 + k1k−1)
τ1/2 =
2
−kr − knr − k1 − k′nr − k−1 ±m
A.2 Herleitung der Gleichung zur Bestimmung der Bindungskonstante








Aufstellung der Differentialgleichung und Lo¨sung mittels der folgenden
Randbedingungen: Die Gesamtkonzentration an NADH [N ]t, bestehend aus der
Konzentration an gebundenem NADH [NG] und freiem NADH [N], bleibt
konstant. Daru¨ber hinaus ist das Enzym im U¨berschuss vorhanden, d.h. die




= −k1[NG] + k−1[N ][G] != 0 (A.4)
[N ]t = [N ] + [NG]
!
= const⇔ [N ] = [N ]t − [NG] (A.5)




0 = k−1([N ]t − [NG])[G]− k1[NG]












In verdu¨nnten Lo¨sungen ist die Fluoreszenzintensita¨t proportional zur
Konzentration des Fluorophors, wobei der Proportionalita¨tsfaktor γ = σQB vom
Absorptionsquerschnitt σ, der Quantenausbeute Q und der Bestrahlungsintensita¨t
B abha¨ngt. Die Gesamtfluoreszenzintensita¨t setzt sich zusammen aus der Intensita¨t
des gebundenen NADH ING und von freiem NADH IN .






















Imin steht fu¨r die Fluoreszenzintensita¨t, wenn alle Moleku¨le frei sind, wa¨hrend
Imax der Fluoreszenzintensita¨t entspricht, wenn alle NADH Moleku¨le an GlucDH
gebunden vorliegen. Die Gleichung 8.10 stimmt erwartungsgema¨ß mit der
von DiCaesare et al. [29] vorgeschlagenen Gleichung zur Bestimmung der
Bindungskonstante u¨ber die Messung der Fluoreszenzintensita¨t u¨berein.
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A.3 Herleitung der Gleichung zur Bestimmung der Bindungskonstante
u¨ber die Messung der Fluoreszenzlebensdauer








τmax + (Imin − IminKB [G]1+KB [G] )τmin
ImaxKB [G]
1+KB [G]























dabei gilt Imax/Imin ≈ QQ′ = q, da es in der Absorption zwischen gebundenem und freiem
NADH zu keiner detektierbaren Vera¨nderung des Extinktionskoeffizienten kommt, sowie
die Absorptionsmaxima innerhalb der Fehlergrenzen u¨bereinstimmen. Daru¨ber hinaus
werden gebundenes und freies NADH bei den Fluoreszenzlebensdauermessungen mit
derselben LED angeregt, d.h. die Bestrahlungssta¨rke bleibt ebenso gleich. τmin steht fu¨r
die Lebensdauer von freiem NADH und τmax fu¨r die Lebensdauer von gebundenem NADH.
A.4 Bestimmung des Extinktionskoeffizientens von cNAD mittels
Reduzierung mit ADH
Slama et. al hatten fu¨r cNADH einen Extinktionskoeffizienten berechnet, der um einen
Faktor 2 kleiner ist ( = 3, 1mM−1cm−1), als der Extinktionskoeffizient, der im
Rahmen dieser Arbeit bestimmt wurde ( = 6, 2(2)mM−1cm−1).[15] Zur U¨berpru¨fung
des Experiments zur Bestimmung des Extinktionskoeffizienten von cNADH von Slama
et al. wurden 45µM cNAD in 0,1M Trispuffer pH 8,5 mit 0,2M NaCl mittels 9,2µM
Alkoholdehydrogenase (ADH, A7011 Sigma Aldrich, USA) und 0,5mM Ethanol zu
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Abbildung A.1: Extinktionsspektrum von durch ADH und Ethanol reduziertem
cNADH. Der Extinktionskoeffizient entspricht innerhalb der Fehlergrenzen dem
Extinktionskoeffizienten von cNADH ohne vorherige Reduzierung mit ADH.
cNADH reduziert. Das Absorptionsspektrum wurde wie im Methoden Teil dieser
Arbeit beschrieben mit einem Cary 500 Absorptionsspektrometer bestimmt (Varian,
Deutschland), sowie Ku¨vetten (Hellma, Deutschland) mit einer Schichtdicke von 1cm
verwendet. 5 Minuten nach dem Anru¨hren der Probe, betrug die A¨nderung des
Absorptionspeaks von cNADH bei 360nm weniger als 0,01%, wodurch festgestellt werden
konnte, dass die Reaktion vollsta¨ndig abgelaufen ist. Der Extinktionskoeffizient bei 360nm
wurde mittels des Lambert-Beer Gesetzes bestimmt und betra¨gt, in U¨bereinstimmung mit
dem Extinktionskoeffizienten von cNADH ohne Reduzierung mit ADH,
 = 6, 3(2)mM−1cm−1 (vgl. Abb. A.1). Dies unterstu¨tzt noch einmal die Richtigkeit des
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